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El principal objetivo de cualquier forma de vida es transmitir su material genético 
a la siguiente generación. Esto debe lograrse a pesar de las constantes exposiciones del 
ADN a agentes endógenos y ambientales que alteran la integridad de dicha molécula 
(Lindahl et al., 2000). Cada una de las aproximadas 1013 células que constituyen el 
cuerpo humano recibe decenas de miles de lesiones en el ADN por día. Si no se reparan 
o se reparan de forma incorrecta, pueden provocar mutaciones y alteraciones 
genómicas que comprometan la viabilidad de las células o su correcto funcionamiento 
dando lugar a distintas enfermedades y cáncer (Jackson et al., 2009). Algunas 
alteraciones están asociadas al propio metabolismo del ADN, como por ejemplo los 
apareamientos incorrectos que se producen entre las cadenas  de ADN durante la 
replicación, o las roturas en el ADN ocasionadas por la actividad abortiva de las 
topoisomerasas (Lindahl et al., 2000). Además, las reacciones hidrolíticas y las 
metilaciones no enzimáticas generan miles de lesiones en las bases del ADN por día. El 
daño en el ADN también se produce por las especies reactivas de oxígeno, que son 
compuestos que surgen como subproductos de la respiración oxidativa o a través de 
eventos del ciclo redox y  que involucran toxinas ambientales o reacciones tipo Fenton 
mediadas por metales pesados (Valko et al., 2006). Estos agentes pueden atacar el ADN 
produciendo aductos, pérdida de bases o roturas en una de las cadenas de ADN (SSB, 
del inglés Single Strand Break). Además, cuando dos SSB están próximos en el ADN o 
cuando la maquinaría de replicación encuentra un SSB u otro tipo de lesión pueden 
provocar cortes de doble cadena (DSB, del inglés doble strand break). Estas lesiones no 
ocurren de forma tan frecuente como los otros tipos de daño previamente 
mencionados, pero son extremadamente tóxicos si no se reparan (Khanna et al., 2001). 
Uno de los agentes ambientales que más afecta  a la integridad del ADN es la 
radiación UV. Aunque el espectro más peligroso de esta radiación (UV-C) es absorbida 
por la capa de ozono, parte de la radiación UV-A y UV-B puede provocar hasta 100.000 
mutaciones en el ADN por célula y hora. La radiación ionizante (IR) también puede 
provocar diversos tipos de lesiones, siendo las DSBs  las más tóxicas para las células 
(Ward 1988). 
En respuesta a todos estos tipos de daños en el genoma las células activan un 
conjunto de mecanismos que constituyen la Repuesta a Daño en el ADN (DDR, del inglés 
DNA Damage Response). Fundamentalmente, esta respuesta comprende la activación 
de mecanismos de reparación específicos de cada tipo de lesión, mecanismos de 
tolerancia a daños, mecanismos de puntos de control o “checkpoints”, y en caso de no 
poder reparar o tolerar el daño, mecanismos de senescencia y apoptosis (Figura 1.1). 
Aunque la complejidad de la DDR aumenta a medida que vamos avanzando en la escala 
evolutiva, los aspectos básicos están muy conservados entre las distintas especies, 
siendo la levadura Saccharomyces cerevisiae el organismo modelo mejor estudiado 
hasta la fecha por las ventajas que supone en investigación tanto  a nivel genético como 
bioquímico. Dado que  el trabajo realizado en esta tesis se ha centrado en esta levadura, 
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abordaremos en la introducción los conocimientos que se tienen en este organismo 
sobre los procesos descritos. 
 
Figura 1.1 Respuesta a Daño en el ADN . El daño en el  ADN es causado por múltiples agentes. La respuesta 
celular al daño puede implicar la activación de los puntos de control del ciclo celular (checkpoints), el 
inicio de programas transcripcionales específicos, o mecanismos de reparación, y/o tolerancia de los 
daños, y cuando estos son muy graves, la entrada en senescencia o la muerte celular (apoptosis) 
(Modificado de Hoeijmakers 2001). 
 
1.1 Mecanismos de Reparación en el ADN. 
Como se ha mencionado, la DDR activa diferentes mecanismos en función de la 
naturaleza del daño (Figura 1.2). Estos mecanismos pueden implicar desde una 
Reversión Directa del Daño mediante una reacción llevada a cabo por una enzima 
especializada (Boiteux et al., 2013), o procesos enzimáticos más complejos. Por 
ejemplo, la ruta de Reparación de Apareamientos Incorrectos (MMR; del inglés 
Mismatch repair) elimina los apareamientos erróneos de bases que se producen 
durante la síntesis de ADN y que no han sido detectados por la actividad correctora de 
las polimerasas replicativas. También se encarga de erradicar pequeñas inserciones y 
deleciones que se producen como consecuencia de una replicación incorrecta del ADN 
(Harfe et al., 2000; Kunkel et al., 2005; Hsieh et al., 2008). Los principales componentes 
del MMR viajan con la horquilla y reparan los daños post-replicativamente (Kolodner et 
al.,1999). Otras rutas esenciales son la Reparación por Escisión de bases (BER; del inglés 
Base Excision repair) que se encarga de reparar las lesiones en el ADN producidas por 
daño oxidativo, hidrólisis espontánea, incorporación inadecuada de bases y alquilación 
(Talhaoui et al.,2017) y la Reparación por Escisión de Nucleótidos (NER; del inglés 
nucleotide excision repair), que puede reparar diversos tipos de lesiones en el ADN, 
























Finalmente, la célula dispone de diferentes mecanismos de reparación de cortes 
en la molécula de ADN. Son particularmente importantes, dada la toxicidad de la lesión, 
los mecanismos de reparación de DSBs: la Recombinación Homóloga (HR; del inglés 
homologous recombination) y la Unión de Extremos no Hómologos (NHEJ; del inglés 
non-homologous end joining) (Wyman et al., 2006; Pardo et al., 2009; Kass et al., 2010; 
Giglia-Mari et al., 2011). La reparación mediante un mecanismo u otro depende de la 
fase del ciclo celular en la que se produzca. La HR está restringida a las fases S y G2/M, 
mientras que el NHEJ puede funcionar durante todo el ciclo celular (Paques et al., 1999; 
Symington, 2002; Heyer et al., 2010).  
La ruta de NHEJ se inicia cuando el complejo Ku70/Ku80 reconoce y se une a los 
extremos del DSB, marcándolos como sitios de daño y protegiéndolos de la degradación 
inespecíficas por nucleasas. A su vez, facilita  el reclutamiento del complejo MRX ( 
formado por Mre11-Rad50-Xrs2 en S.cerevisiae), el cual se encarga de procesar los 
extremos de la rotura junto con el factor Lif1, la endonucleasa Rad27 y la polimerasa 
Pol4. Finalmente la ligasa específica de NHEJ, Dnl4, sella el corte y el proceso de 
reparación concluye (Daley et al., 2005; Hefferin y Tomkinson, 2005). Esta vía de 
reparación puede ser mutagénica puesto que durante el procesamiento del ADN se 
pueden producir la pérdida o sustitución de nucleótidos (Lieber, 2008; Heyer et al., 
2010; Lieber, 2010). 
 
Figura 1.2 Principales agentes genotóxicos, tipos de lesiones en el ADN y mecanismos de reparación.  
En esta figura se recogen distintos agentes causantes de daños en el ADN, los tipos de lesiones que 
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1.2 Reparación de cortes de doble cadena mediante 
Recombinación Homóloga. 
 
1.2.1 Iniciación de la Recombinación Homóloga. 
La HR se caracteriza por emplear como molde para la reparación del DSB una secuencia 
homóloga, preferentemente la cromátida hermana. No obstante, la reparación también 
se puede producir con un cromosoma homólogo (recombinación alélica) o con 
secuencias repetidas en el mismo o en diferentes cromosomas (recombinación 
ectópica). Por tanto, la HR requiere la búsqueda de homología e invasión de la molécula  
de ADN molde por la molécula que contiene el DSB. Este proceso es llevado a cabo por 
un nucleofilamento de ssDNA, recubierto por la recombinasa Rad51. Rad51 es 
homólogo a la proteína RecA de bacterias (Sung et al., 1994). Al igual que RecA, Rad51 
se une al ssDNA en un complejo ternario con ATP (Ogawa T et al., 1993; Conway AB et 
al., 2004). Rad51  es una proteína muy conservada entre los eucariotas y en presencia 
de ATP puede ensamblarse in vitro sobre el ADN tanto de cadena sencilla como doble. 
Sin embargo, sólo el nucleofilamento Rad51/ssDNA tiene un papel biológico conocido; 
el de alinear cadenas de ADN y realizar la invasión e intercambio de éstas. Para formar 
el nucleofilamento Rad51/ssDNA el DSB tiene que ser procesado (Figura 1.3). El primer 
paso es la unión del complejo MRX a los extremos del corte, que a su vez recluta a la 
proteína Tel1 y a la endonucleasa Sae2 (Grenon et al., 2001; Lengsfeld, et al., 2007; 
Heyer et al., 2010). Sae2 resecciona un pequeño fragmento de la cadena de extremo 5’, 
generando el sustrato sobre el que actúan dos rutas independientes: una en la que 
interviene la exonucleasa Exo1 (Gravel et al., 2008; Mimitou et al., 2008; Zhu et al., 2008) 
y otra que requiere la acción de la helicasa Sgs1 y la endonucleasa Dna2 (Clerici et al., 
2005; Lengsfeld et al., 2007). Este proceso genera una molécula de ssDNA de extremo 
3’ que es recubierta por el complejo RPA (Alani  et al., 1992). RPA es un heterotrímero 
formado en S. cerevisiae por Rfa1, Rfa2 y Rfa3, el cual participa en todos los procesos 
metabólicos que involucran a ssDNA (Wold, 1997). La función de RPA en HR es compleja. 
In vitro, RPA inhibe la nucleación del filamento de Rad51 sobre ssDNA, pero estimula la 
recombinación eliminando estructuras secundarias en el ssDNA (Sugiyama et al 1997; 
Eggler et al., 2002). El efecto inhibitorio de RPA en la formación de filamentos de Rad51 
es contrarrestado por una serie de cofactores de Rad51, denominados colectivamente 
proteínas mediadoras, que compiten con RPA facilitando su sustitución por Rad51. La 
principal proteína mediadora en levaduras es Rad52, la cual actúa en cantidades 
catalíticas, lo que sugiere que RPA es desplazado como consecuencia de la 
polimerización de Rad51 (Sung et al., 1997; New et al., 1998; Sugiyama  et al., 2002). 
Además de esta función, Rad52 promueve la HR mediante su actividad de alineamiento 
de cadenas de ssDNA (Figura 1.3) (Sugiyama et al., 1998; Rijkerset al., 1998). La proteína 




que ambas proteínas trabajan conjuntamente para reparar el ADN promoviendo la 





Figura 1.3 Pasos iniciales en la Recombinación Homóloga de levaduras. Tras la detección del DSB, el 
complejo Mre11-Rad50-Xrs2 se carga en los extremos del ADN. Junto con el heterodímero Ku70/Ku80, 
mantiene juntos los dos extremos del corte. Luego, un conjunto de nucleasas y helicasas (Mre11, Sae2, 
Exo1, Dna2, y Sgs1) resecionan los extremos del ADN y crean fragmentos de ssDNA de extremo 3’, a los 
que se une el complejo RPA. El mediador Rad52, ayudado de factores adicionales como Rad55/Rad57, 
promueve la unión de Rad51, recombinasa responsable de la búsqueda de homología y la invasión de la 
cadena homóloga (Gehlen, 2011). 
 
Otras proteínas mediadoras son Rad55 y Rad57, dos parálogos de Rad51 que en 
S. cerevisiae forman un heterodímero que promueve la recombinación in vitro mediada 
por Rad51 en presencia de ssDNA recubierto con RPA (Sung  et al., 1997). De acuerdo 
con esto, Rad55 y Rad57 son parciamente necesarias para la mayoría de eventos de HR 
in vivo (Sung  et al., 1997). 
Rad54, al igual que Rad51 y Rad52, es esencial para la HR in vivo  y su ausencia 
genera sensibilidades a daño en el ADN similares a las de los mutantes rad51∆ y rad52∆ 
(Paques F et al., 1999; Tan TLR et al., 2003; Heyer WD et al., 2006). Rad54 se asocia con 
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y estabiliza el filamento presináptico formado por Rad51/ssDNA y la molécula de 
dsDNA donadora de la información (Mazin et al., 2003, Wolner B et al., 2005). 
La invasión de la secuencia homóloga por el nueclofilamento Rad51/ssDNA 
genera una estructura en forma de D (D-loop, del inglés displacement loop) y un 
heteroduplex cuyo extremo 3’ es extendido por las polimerasas replicativas usando 
como molde la cadena invadida (Figura 1.3) (Wyman et al., 2004). En la formación de la 
estructura de D-loop participan tanto Rad51 como Rad54; Rad54 realizaría cambios en 
la topología del ADN que estimulan las actividades de intercambio de cadenas de Rad51 
(Tan et al., 1999; Van Komen et al., 2000; William et al., 2013). Rad54 también funciona 
después de la sinapsis facilitando que Rad51 se disocie del ADN heterodúplex para que 
las ADN polimerasas puedan acceder  al extremo 3 'invasor (Solinger  et al., 2002; Li et 
al., 2007). Rad54 también facilita el desplazamiento de las uniones tipo Holliday 
dependiente de Rad51 (Bugreev et al., 2006; Bugreev  et al., 2007). Finalmente, Rad54 
tiene también actividad de remodelación de la cromatina, para lo que requiere de su 
actividad ATPasa. Esta actividad es importante para la invasión durante la HR (Alexeev 
et al., 2003; Jaskelioff  et al., 2003; Zhang et al.,2007). 
 
1.2.2 Resolución de la HR: Mecanismos y productos. 
 
Una vez que se produce la invasión de cadena, el DSB puede ser reparado por 
diferentes mecanismos de HR, los cuales pueden generar diferentes productos 
recombinogénicos (Figura 1.4) (Prado et al., 2003; Krogh y Symington, 2004; Friedberg, 
2005; Sung y Klein, 2006; Pardo et al, 2009; Krecij L et al,2012). 
 
. SDSA:  Alineamiento de Cadenas Dependiente de Síntesis (del inglés Synthesis 
Dependent Strand Annealing) (Hastings et al.,1988; McGill . et al., 1989). En este 
mecanismo el extremo 3’ elongado es primero desplazado fuera del D-loop por 
las helicasas Sgs1, Srs2 y Mph1, y después alineado con la secuencia 
complementaria del otro extremo del corte (Ira et al., 2003; Prakash et al., 2009; 
Krejcl  et al., 2012). Este proceso no origina entrecruzamientos entre las 
moléculas que recombinan, por lo que evita que se produzcan reordenamientos 
genéticos. Es el principal mecanismo de reparación de DSBs en células con 








Figura 1.4 Modelos de Recombinación Homóloga. Tras la invasión de la cadena homóloga por el extremo 
3’, los intermediarios recombinogénicos puede ser procesados a través de tres mecanismos: A) DSBR: 
Tras la invasión y síntesis desde el extremo 3’ se produce la captura del extremo opuesto, produciéndose 
una doble estructura de Holliday, la cual puede disolverse por el  complejo STR o resolverse por la acción 
de las endonucleasas Yen1, Mus81/Mms4 y Slx1/Slx4. B) SDSA: Tras la invasión y síntesis, la hebra 
invasora se realinea con el ssDNA del extremo opuesto del DSB. C) BIR: Un extremo del DSB se pierde y 
el otro invade la molécula homóloga sintetizando fragmentos largos de ADN que pueden llegar hasta el 
final del cromosoma (Ling, 2011). 
 
 
. DSBR: Reparación de Cortes de doble Cadena (del inglés, Doble Strand Break 
Repair). En este proceso los extremos 3’  elongados son unidos a los extremos 
5’ del otro extremo del DSB dando lugar a una doble estructura de Holliday. Las 
estructuras de Holliday son disueltas durante las fases S y G2 del ciclo celular 
por la acción del complejo STR (formado por la helicasa Sgs1, la topoisomerasa 
Top3 y la proteína accesoria Rmi1) (Ira et al., 2003; Chang et al., 2005; Mullen 
et al., 2005), lo que evita que se formen entrecruzamientos (Wu y Hickson, 
2003). Las estructuras de Holiday que no se disuelven son resueltas en G2/M 
mediante la acción de las endonucleasas Yen1, Mus81/Mms4 y Slx1/Slx4; 
dependiendo de cómo se produzca el corte, la resolución de estas estructuras 
estará o no asociada a  entrecruzamientos. La limitación de la acción de estas 
nucleasas a G2/M mediante la actividad de la quinasas Cdc5 previene los 
reordenamientos asociados a entrecruzamientos (Figura 1.4 A) (Signon et al., 
2001; Matos et al., 2011). 




. BIR: Replicación inducida por Rotura (del inglés, Break Induced Replication). Un 
único extremo 3’ invade la secuencia homóloga y ceba mediante un proceso  no 
conservativo la síntesis de fragmentos largos de ADN. Se ha propuesto como el 
principal mecanismo de rescate de las horquillas de replicación rotas (Figura 1.4 
C) (Malkova et al.,2013). La acción consecutiva de BIR sobre diferentes moldes 
puede generar severos reordenamientos genéticos (Symington, 2002; Heyer et 
al., 2010). 
 
Todos estos procesos están regulados por múltiples actividades 
recombinogénicas y antirrecombinogénicas que producen intermediarios metaestables 
y reversibles (Heyer et al, 2010). Por ejemplo, la actividad helicasa de Srs2 y Sgs1 
promueve el desmantelamiento del nucleofilamento de Rad51/ssDNA, mientras que 
los mediadores Rad52 y Rad55/Rad57 favorecen la acción antagónica. Del mismo 
modo, la formación del D-loop está favorecida por Rad51 y Rad54 y su 
desmantelamiento por la helicasa Mph1. En conjunto, estos procesos facilitan la 
reparación de los cortes evitando la pérdida de integridad genómica (Prakash et al., 
1977; Clever  et al., 1997; Petukhova et al., 2000). 
1.2.3 Centros de Reparación por Recombinación Homóloga. 
La reparación mediante recombinación Homóloga de los DSBs está asociada a la 
formación de centros de reparación (Lisby  et al., 2001; Lisby et al., 2004;), conservados 
desde levaduras a humanos (Aten et al., 2004). Estos pueden observarse mediante el 
etiquetado de proteínas de reparación con proteínas fluorescentes (Figura 1.5). Estos 
centros pueden estar formados por uno o varios DSBs,  y su función es independiente 
de la existencia o no  de una secuencia homóloga que garantice la reparación de estas 
lesiones (Lisby et al., 2003). La reparación en centros de reparación facilita la 
localización de proteínas de reparación en las inmediaciones de la lesión y la unión de 
los extremos de un mismo DSB. Además, la colocalización de lesiones de diferentes 
zonas del genoma en un mismo centro facilitaría la coordinación de la reparación del 
ADN con la progresión a lo largo del ciclo celular (Lisby et al., 2001; Lisby  et al., 2003). 
La acumulación de las proteínas de HR en los centros de reparación tienen los mismos 
requerimientos genéticos y siguen la misma secuencia de unión que la observada 
durante la reparación de DSB mediante ensayos moleculares (Lisby  et al., 2004). Por 
tanto, la formación y desmantelamiento de los centros de HR permiten cuantificar de 





Figura 1.5 Focos de Rad52-YFP. Formación de focos de reparación de Rad52-YFP tras irradiar con rayos 
  (Adaptado de Lisby et al., 2003). 
 
 
1.2.4 Regulación de la Recombinación Homóloga durante el ciclo celular. 
 
 A pesar del papel en la reparación de DSBs, la HR puede afectar negativamente 
a la integridad genómica. En primer lugar, es un  proceso mutagénico si se compara con 
la síntesis de ADN asociada a la replicación (Strathern et al., 1995; Myung et al., 2001; 
Hicks et al., 2011). En segundo lugar, los intermediarios recombinogénicos pueden dar 
lugar a reordenamientos genómicos si no se procesan de forma correcta (Myung et al., 
2001; Fabre et al., 2002; Wu et al., 2003). Por último, el intercambio reciproco por HR 
produce reordenaciones genómicas (deleciones, inversiones, translocaciones y pérdida 
de heterocigosidad) cuando no utiliza la cromátida hermana para reparar el DSB, sino 
secuencias localizadas en el cromosoma homólogo o en posiciones ectópicas (Prado F., 
2014). 
Por estos motivos, la elección entre las diversas  rutas de reparación de DSBs 
está altamente regulada. En primer lugar, para facilitar la HR con la cromátida hermana   
la HR está regulada por la actividad quinasa dependiente de ciclo (CDK) de Cdc28, la 
cual promueve la resección del DSB fosforilando componentes implicados en este 
proceso (Sae2, Dna2) (Chen et al., 2011; Huertas et al., 2008, Huertas et al., 2009). Dado 
que no hay actividad CDK en G1, este mecanismo de control restringe la HR a las fases 
del ciclo celular S y G2 (Barlow et al., 2003; Lisby et al ., 2003; Aylon  et al., 2004; Barlow 
et al., 2008). De acuerdo con esto, los focos de HR solo se observan en G2/M (Lisby et 
al ., 2001). No obstante, la restricción de la HR a S y G2/M no implica que la HR dependa 
de replicación; de hecho, la inhibición de la iniciación de la replicación en mutantes de 
Cdc6 y Cdc7 no previene la  reparación de DSBs por HR (Barlow et al., 2008; Alabert et 
al., 2009). El checkpoint replicativo también se encarga de regular la HR en respuesta 
a DSBs inhibiendo tanto la resección como la formación de los focos de HR (Alabert et 
al., 2009). 
Finalmente, la HR se regula mediante la fosforilación de numerosas proteínas 
de reparación (Srs2, Rad55, Slx4, Mus81, Mre11, Xrs2, Sae2, Rad51 y Rpa1) lo que 
facilita el procesamiento reversible y metaestable de los intermediarios de 
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recombinación, evitando así la acumulación de reordenamientos genéticos (Liberi et 
al., 2000; Grenon et al., 2001; Nakada et al., 2003; Baroni et al., 2004; Bartrand et 
al.,2004; Forsburg et al., 2004; Kai et al.,2005; Bashkiro et al.,2006; Flott et al., 2007;). 
1.3 Tolerancia al daño en el ADN. 
 
 Muchas de las lesiones que se producen en el ADN interfieren con el avance de la 
maquinaria de replicación, lo cual puede dar lugar al  colapso de las horquillas de 
replicación y a su vez generar DSBs, reordenamientos cromosómicos, un arresto 
permanente del ciclo celular e incluso la muerte celular. Para evitar estos problemas las 
células disponen de  estrategias que facilitan la progresión de la replicación a través de 
las lesiones bloqueantes y el relleno de los fragmentos de ssDNA que se generan como 
consecuencia del proceso de baipás (Boiteux y Jinks-Robertson, 2013). Esta respuesta 
recibe el nombre de Tolerancia a daños en el ADN (DTT; DNA Damage Tolerance) 
(Friedberg et al.,2005; Barbour et al.,2003). 
 
1.3.1 Mecanismos de reparación de ssDNA durante la DDT. 
 
La respuesta de DDT actúa fundamentalmente a través de dos mecanismos: (I) 
síntesis a través de lesiones (TLS, del inglés Tranlesion synthesis), en las que las 
polimerasas de alta fidelidad Polδ y Polε son sustituidas por otras capaces de introducir 
un nucleótido al azar en el sitio opuesto a la base dañada; es por tanto una vía 
mutagénica. (II) mecanismos asociados a HR que utilizan la información de la cromátida 
hermana para reparar el daño y que por tanto no introducen mutaciones (Figura1.6) 
(Prado et al., 2014). Ambos procesos pueden actuar tanto en la horquilla (facilitando el 
avance de ésta y el relleno del fragmento de ssDNA de manera concomitante) o detrás 
de la horquilla (rellenando los fragmentos de ssDNA de manera post-replicativa). En 
levaduras, el relleno de los fragmentos se produce fundamentalmente desacoplado de 






Figura 1.6 Mecanismos de reparación del ssDNA durante la DTT. El bloqueo de la horquilla de replicación 
activa los mecanismo de DDT. (A) En respuesta al ssDNA formado, PCNA se monoubiquitina en la lisina 
164 por el complejo ubiquitin ligasa Rad6/Rad18; esta modificación promueve el reclutamiento de 
polimerasas capaces de introducir un nucleótido al azar en el sitio opuesto a la base dañada. (B) La 
poliubiquitinación de PCNA en la lisina 164 por el complejo ubiquitin ligasa Rad5/Ubc13/Mms2 promueve 
la ruta de HR, donde se utiliza la información de la cromátida hermana para reparar la lesión  (Modificado 
de Prado, 2014). 
Las rutas de  DDT están reguladas por modificaciones en el factor de procesividad 
de la replicación, PCNA, un homotrímero encargado de controlar la unión y regulación 
de las polimerasas replicativas (Boemh et al., 2016). En respuesta al ssDNA generado 
durante la DDT, PCNA se monoubiquitina en la lisina 164 por el complejo Rad6/Rad18 
(Hoege et al., 2002) un heterodímero formado por una E3 ligasa de ubiquitina (Rad18) 
y una E2 conjugasa de ubiquitna (Rad6) (Figura 1.7) (Prakash et al., 2009). Este complejo 
se recluta a la cromatina mediante interacciones de Rad18 con ssDNA (Prakash et al., 
2009) y RPA (Davies et al., 2008) donde ubiquitina a PCNA (Parker y Ulrich, 2012). La 
ubiquitinación de PCNA en el residuo de lisina 164 es necesario para el reclutamiento 
de las polimerasas de TLS (Sale et al., 2013). Estas polimerasas son enzimas con baja 
procesividad y poca fidelidad de síntesis ya que carecen de actividad exonucleasa 
correctora de errores y tienen sitios activos capaces de  acomodar bases modificadas 
del ADN (Kunkel, 2004; Lange et al, 2011; Sale., 2013; Waters et al, 2009).  Además, estas 
polimerasas tienen la capacidad de insertar bases correctas o incorrectas frente a una 
lesión. El relleno del fragmento de ssDNA se completa mediante un proceso de 
extensión que puede ser realizado por la misma polimerasas o por otra polimerasa de 
TLS (Figura 1.6 B). 
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 En S.cerevisiae encontramos tres polimerasas de TLS: Rad30 (Pol η), Rev1 
(pertenecientes a la familia Y) y Pol ζ, compuesta a su vez por las subunidades Rev3 
(catalítica), Rev7 (accesoria o reguladora) (ambas pertenecientes a la familia B) y Pol31 
y Pol32 (que también son compartidas con la polimerasa replicativa de alta procesividad 
Pol δ) (Jonhson et al., 2012; Sale., 2013). La elección de una polimerasa de TLS u otra 
depende del tipo de daño presente en el ADN, ya que cada una muestra una afinidad 
diferente por los distintos tipos de lesiones en el genoma. Pol ζ junto con Rev1 son las 
principales responsables de la mutagénesis inducida por daño. Pol η, por el contrario, 
actúa preferentemente insertando dos adeninas frente a un dímero de timina (generado 
por luz UV), por lo que el resultado está libre de errores (Johnson et al, 1999). Pol ζ no 
posee dominios de unión a ubiquitina, pero se recluta a los sitios de daño a través de 
interacciones con  Rev1, cuya función en TLS parece ser fundamentalmente estructural 
facilitando la actividad de Pol ζ. Esta ruta actúa principalmente durante G2/M, donde 




Figura 1.7 Rutas de DDT reguladas por modificaciones de PCNA. PCNA puede ubiquitinarse en la lisina 
164 mediante el complejo ubiquitin ligasa Rad6/Rad18, o sumoilarse mediante el complejo Ubc9/Siz1. La 
monoubiquitinación facilita el reclutamiento de las polimerasas de TLS a PCNA a través de la interacción 
con los dominios de unión a ubiquitina encontrados en  Rev1 y Rad30, y por tanto promueve TLS. 
Alternativamente, la extensión de la monoubiquitinación por Rad5/Ubc13/Mms2 con una cadena de 
ubiquitinas unida a  la lisina 63 promueve la ruta de TS. La sumoilación de PCNA en  la lisina 164 en S. 
cerevisiae recluta a la helicasa Srs2, que desplaza a Rad51 del ssDNA regulando negativamente TS. En 
G2/M, la pérdida de sumoilación libera esta inhibición y promueve la ruta de salvamento de HR (Adaptado 











En respuesta a daño, la ubiquitinación de la lisina 164 puede extenderse 
mediante la unión de ubiquitinas unidas por el residuo de lisina 63. Este proceso lo 
realiza el complejo de ubiquitinación formado por Mms2/Ubc13 (E2 conjugadora de 
ubiquitina) y Rad5 (E3 ligasa de ubiquitina) (Figura 1.7) (Hoege et al., 2002; Stelter y 
Ulrich., 2003). Esta modificación promueve, junto con la maquinaria de HR, el baipás de 
la lesión bloqueante utilizando la información de la cromátida hermana intacta. Esta vía 
de HR dependiente de ubiquitinación de PCNA se conoce también como cambio de 
molde (TS; del inglés Template switching) (Prado, 2014; Branzei et al.,2015). Las 
interacciones físicas entre Rad6/Rad18 y Mms2/Ubc13/Rad5 favorecen la 
poliubiquitiación de PCNA y por tanto la ruta de TS. Esto ocurre preferentemente 
durante la fase S cuando los niveles de Rad5 son máximos, posponiendo TLS a G2/M, en 
las que suben los niveles de Rev1 (Tercero et al., 2001; Waters et al., 2006). 
 
La ubiquitinación de PCNA es un proceso reversible, lo que permite desactivar 
los mecanismos de DDT una vez que los fragmentos de ssDNA se han reparado. Esta 
reversión es llevada a cabo por proteasas específicas de ubiquitinación como Ubc10, 
que desubiquitina tanto a PCNA tanto mono como poliubiquitinado (Huang et al, 2006; 
Gallego-Sanchez et al, 2012). 
PCNA también puede ser sumoilado en la lisina 164 durante la fase S,  
independientemente de la presencia de daño en el ADN (Figura 1.7). Esta sumoilación 
es llevada a cabo por el complejo Ubc9/Siz1 y promueve el reclutamiento de la helicasa 
Srs2, que controla negativamente  los intermediarios  de D-loop  de la HR (Figura 1.7) 
(Hoege et al, 2002; Papouli et al, 2005; Pfander et al, 2005; Stelter y Ulrich, 2003). La 
pérdida de sumoilación de PCNA en G2/M libera esta inhibición, permitiendo la HR 
durante esta fase mediante un proceso independiente de ubiquitinación de PCNA. Esta 
ruta de HR independiente de PCNA recibe el nombre de ruta de salvamento,  aunque 
se desconocen las diferencias mecanísticas con la ruta de TS. 
 El intercambio de cadenas por HR durante la DDT puede inferirse mediante geles 
bidimensionales por la acumulación de estructuras en forma de X en mutantes sgs1∆ 
defectivos en el complejo STR (Lopes et al., 2005). Estos intermediarios requieren para 
su formación los complejos de ubiquitinación Rad6/Rad18 y Mms2/Ubc3/Rad5 (a menos 
que se estudien en mutantes de sumoilación y Srs2, lo que implica que también se 
acumulan en la ruta de salvamento) y las proteínas de HR Rad51, Rad52, Rad54 y el 
complejo Shu (Liberi et al,2008; Shor et al., 2005; Branzei et al., 2008; Vandi et al., 2010). 
El  complejo Shu, (formado por Csm2, Psy3, Shu1 y Shu2 en S. cerevisiae) participa en 
el ensamblaje del filamento Rad51/ssDNA, (Zhang et al., 2017) y es el único complejo 
de HR conocido hasta ahora que participa en DDT y no en la reparación de DSBs. La otra 
diferencia bioquímica entre ambos procesos es Rad59, que es prescindible en la HR 
durante la DDT (Wu et al., 2008). 
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 Análisis llevados a cabo en levadura para identificar proteínas que actúan junto 
a PCNA poliubiquitinado han revelado que el complejo 9-1-1 participa, junto con la 
nucleasa Exo1, en las vías de HR durante la DDT. Se ha propuesto que el complejo 9-1-
1 podría estar implicado en promover el intercambio de molde de forma independiente 
a su función de checkpoint (Karras et al,2013). El papel de Exo1 sería expandir los 
fragmentos de ssDNA,  permitiendo de este modo la acción de las proteínas de HR 
(Karras et al, 2013).  
Al igual que en la reparación recombinacional de DSBs, el proceso de HR durante 
la DDT está asociado a centros de reparación. En el caso de la DDT, estos centros de HR  
se forman en las fases G2/M y están regulados positiva y negativamente por la actividad 
quinasa de Cdc28 y por el checkpoint replicativo, el cual previene su formación en fase 
S (González-Prieto et al., 2013). 
Una diferencia esencial entre la reparación recombinacional de DSBs y la 
reparación recombinacional de ssDNA generados durante la DDT es que el 
reclutamiento de Rad51 y Rad52 durante la reparación de DSBs es independiente de 
replicación y puede ocurrir tanto durante la fase S como durante la fase G2/M (Liberi 
et al., 2008; González-Prieto et al.,2013), mientras que la reparación de los ssDNA  
requiere que las proteínas Rad52 y Rad51 se unan a la cromatina antes de G2/M. Esto 
sugiere que la unión de Rad52 y Rad51 a los fragmentos de ssDNA durante la DTT está 
acoplada a la replicación (González-Prieto et al.,2013).  
1.3.2 Balance entre los mecanismos de TLS y HR en la reparación de 
fragmentos de ssDNA. 
 
Es indispensable conocer cuáles son los mecanismos que llevan a cabo la elección 
de una ruta u otra de la DDT a la hora de reparar las lesiones en el ADN, ya que esta 
elección puede dar lugar a que el resultado del proceso sea libre de errores o 
mutagénico. En la actualidad no se conoce qué mecanismos controlan el equilibrio entre 
monoubiquitinación y poliubiquitinación de PCNA y por tanto de TLS a TS. Se ha 
observado que Rad5 y Rad18 interaccionan físicamente (Ulrich y Jentsch, 2000), lo que 
podría explicar la transición de PCNA desde mono a poliuquitinado. Sin embargo, la 
información que se tiene sobre las condiciones que promueven la interacción entre 
Rad5 y Rad18 es escasa. Al ser la vía TLS una vía mutagénica, cabría esperara que la 
primera elección por parte de la célula a la hora de reparar el daño fuese la vía TS. Sin 
embargo esto no siempre ocurre así; por ejemplo, se ha observado que el daño causado 
por una exposición aguda a UV es procesado por la vía TLS (Daigaku et al,2010), mientras 
que la ruta libre de errores dependiente de Rad5 actuaría cuando se produce un daño 
crónico por UV a baja dosis (Hishida et al, 2009). En respuesta al agente alquilante metil 
metano sulfonato (MMS), la ruta de TS es la principal opción tanto a dosis bajas y 




reparados al llegar a G2/M (Baynton et al., 1998). Por tanto, factores como el tipo y 
cantidad de daños son  determinantes en la elección de la ruta de DDT. 
1.3.3 Mecanismos de DDT asociados a la horquilla de replicación. 
La reparación de los fragmentos de ssDNA, tanto por HR como por TLS, ocurre en 
levaduras preferentemente post-replicativamente (Branzei et al, 2008; Daigaku et al, 
2010; Karras et al., 2010; González et al., 2013; Huang et al, 2013). Como hemos 
mencionado anteriormente, además de rellenar los fragmentos de ssDNA, las 
maquinarias de DDT promueven el avance de las horquillas de replicación a través de  
las lesiones bloqueantes. En levaduras, este proceso es llevado a cabo principalmente 
mediante TS, aunque se desconocen los mecanismos mediante los cuales se produce 
este baipás (Prado, 2018). El modelo más aceptado implica la reversión de la horquilla 
por realinamiento de las cadenas nacientes (Higgins et al., 1976) (Figura 1.8 A). La 
estructura generada mediante este proceso de TS podría facilitar la reparación de las 
lesiones bloqueantes o promover el baipás de la horquilla bien mediante invasión por 
HR (Figura 1.8 B) o por síntesis de ADN y regresión de la estructura (Figura 1.8 C). Tanto 





Figura 1.8 Reversión de la horquilla de replicación. (A) El realineamiento de las cadenas nacientes en 
respuesta a la lesión bloqueante genera la reversión de la horquilla. Esta reversión de la horquilla puede 
ser resuelta por  (B) la formación de estructuras de Holliday corriente abajo de la lesión  bloqueante 
(promovida por la invasión de la cadena por Rad51)  o bien por (C) la síntesis y posterior regresión de la 
estructura de “pie de pollo” generada tras la reversión (Adaptado de Prado 2014). 
A
B C
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 En levaduras se ha observado que las proteínas de HR Rad51 y Rad52 se 
encuentran unidas a las horquillas de replicación tanto en ausencia como en presencia 
de daños replicativos, lo que sugiere que ambas proteínas no se reclutan 
específicamente a las horquillas dañadas sino que viajan con ella para ayudar a resolver 
los problemas de replicación (González-Prieto et al., 2013). El papel protector de Rad51 
en las horquillas atascadas podría estar asociado con su capacidad para unirse a ssDNA 
y formar nucleofilamentos. De acuerdo con esta posibilidad, la estabilidad del 
nucleofilamento Rad51 y no su actividad reparacional es esencial para la estabilidad de 
la horquilla de replicación en respuesta a estrés replicativo en humanos (Schlacher et 
al., 2011). La estabilidad de la horquilla de replicación requiere que el complejo RPA 
cubra los fragmentos de ssDNA, y en esta línea el  checkpoint replicativo inhibe los 
orígenes de replicación para evitar un exceso de ssDNA y la subsiguiente limitación en 
los niveles de RPA (Toledo et al., 2013). Dado que la proteína mediadora Rad52 ayuda a 
Rad51 a competir con RPA (Morrical et al., 2015), es probable que Rad51 reemplace la 
función protectora de RPA en la horquilla. Estudios recientes en células de mamíferos 
han demostrado que la protección de las horquillas de replicación bloqueadas por 
Hidroxiurea (HU), requiere la reversión de la horquilla a través de un mecanismo 
dependiente de Rad51 y RPA y la posterior formación de un nucleofilamento de Rad51 
sobre el fragmento de ADN revertido (Neelsen et al., 2015; Bath et al., 2018). 
1.4 Mecanismos de Checkpoints.  
1.4.1  Checkpoint de daños en el ADN. 
 
Para garantizar que cada célula hija recibe un juego completo de ADN no dañado, 
las células disponen de mecanismos de checkpoints para detectar los  daños en el ADN 
y coordinar su reparación con la progresión del ciclo celular (Hartwel et al., 1989; Kastan 
et al., 2004). Los checkpoints detectan los daños durante todo el ciclo celular, parando 
a las células bien en  la transición de G1 a fase S o en G2/M, y así evitar la replicación o 
segregación de cromosomas dañados (Weinert et al., 1988; Siede et al., 1993). En S. 
cerevisiae, el checkpoint de mitosis es el más sensible y a diferencia de metazoos, que 
para a las células en G2, actúa en la transición metafase/anafase (Umeda et al.,2019).  
La señalización del daño se produce mediante cascadas de fosforilación de proteínas 
diana por quinasas específicas. Las principales proteínas sensoras son las quinasas de 
inositol trifosfato Mec1 y Tel1. Tel1 es activada por los DBS,  mientras que la activación 
de Mec1 responde a una amplia gama de daños en el ADN que tienen en común la 
acumulación de ssDNA recubierto por el complejo RPA (Friedel et al., 2009). Mec1 es 
reclutado al nucleofilamento de ssDNA mediante la interacción de Ddc2 tanto con RPA 




9-1-1, (heterotrímero formado por Rad17-Mec3-Ddc1), el cual amplifica la señal de 
activación del checkpoint de daño (Melo  et al., 2001). 
  Uno de los principales sustratos de Mec1 y Tel1 es la serina 129 de la histona 
H2A (H2A-P), modificación que se puede extender varias kb desde la lesión. H2A-P 
promueve el reclutamiento de la proteína mediadora Rad9, la cual promueve la 
activación de las proteínas efectoras Rad53 y Chk1 (Emili 1998; Hammet et al., 2007). 
Las quinasas Rad53 y ChK1 activan mediante fosforilación diversas respuestas en la 
célula; la principal es la parada en la transición metafase/anafase, mediante la 
estabilización de la securina Pds1 y subsiguiente inhibición de la degradación de las 
cohesinas, lo cual evita la separación de las cromátidas hermanas (Agarwal et al., 2003). 
Además, Rad53 inhibe a APCCdc20, de forma que evita la degración de Pds1 y de las 
ciclinas mitóticas (Clarke et al., 2003). Otra de las funciones de Rad53 es la fosforilación 
de la quinasa Dun1, la cual por una parte activa la ribonucleótido reductasa (RNR), 
factor limitante en la síntesis de dNTPs, y por otro lado inhibe al represor de RNR, Sml1. 
De esta manera, el checkpoint aumenta los niveles de nucleótidos necesarios para 
reparar y replicar el ADN (Zhao et al., 1998). 
 
1.4.2 Checkpoint replicativo. 
 
El checkpoint replicativo  se activa en respuesta a situaciones que producen 
desacoplamiento de la helicasa y la polimerasa replicativa, provocando una acumulación 
de ssDNA recubierto por RPA (Paulovich et al., 1995; Wold  et al., 1997 Zhou et al., 2000; 
Sogo et al., 2002; You et al., 2002; Byun et al., 2005; Nedelcheva et al., 2005). Al igual 
que el checkpoint de daño, el checkpoint se activa mediante la unión de Mec1/Ddc2 al 
nucleofilamento de RPA/ssDNA, y la activación completa de la respuesta también 
requiere la unión del  complejo 9-1-1. De igual modo que en el checkpoint de daño, la 
principal quinasa efectora es Rad53. Sin embargo, en este checkpoint el papel mediador 
no lo lleva a cabo Rad9, sino Mrc1, que es un componente de la horquilla de replicación 
(Alcasabas et al., 2001; Alabert et al., 2009).  Durante la activación del checkpoint 
replicativo Rad53 frena el progreso de la fase S inhibiendo la activación de orígenes de 
replicación tardíos (Santocanale et al., 1998; Shirahige et al., 1998 Santocanale et al., 
1999),  a la vez que promueve mecanimos para mantener estables y funcionales las 
horquillas de replicación estresadas (Lopes et al., 2001; Tercero y Diffley, 2001; Sogo et 
al., 2002). Finalmente, induce la expresión de genes que participan en la respuesta al 
daño en el DNA y previene la entrada en mitosis mediante mecanismos similares a los 
del checkpoint de daño (Figura 1.9) (Allen et al.,1994).  
En conjunto, estos mecanismos mantienen a las horquillas funcionales para 
reiniciar la replicación una vez que el problema se ha solucionado. El checkpoint 
replicativo también se encarga de la inhibición de la reparación recombinacional de 
DSBs, actuando al nivel de la resección (Alabert et al., 2009) Además, este checkpoint 
parece controlar actividades genotóxicas de las proteínas de HR, como sugiere el hecho 
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de que la ausencia de Rad51 favorezca la reiniciación de las horquillas de replicación 





Figura 1.9 Checkpoint Replicativo. Cuando las horquillas de replicación encuentran lesiones en el  ADN o 
se detienen debido a la falta de dNTPs, la helicasa y las polimerasas pueden desacoplarse, quedando 
regiones de ssDNA que causan la activación del checkpoint. RPA se une al ssDNA y desencadena el 
reclutamiento de Mec1 a la horquilla bloqueada por su subunidad reguladora Ddc2. Mec1 fosforila el 
mediador Mrc1 y la señal se transduce a la quinasa efectora Rad53 que se fosforila y se activa. Rad53 se 
encarga de  mantener estables y funcionales las horquillas de replicación, inhibe la activación de los 
orígenes de replicación tardíos, activa genes de reparación y tolerancia y evita la entrada en la mitosis y 
la recombinación no programada (Segurado et al., 2009). 
 
Las lesiones bloqueantes que disparan la DDT activan tanto el checkpoint de daño 
como el replicativo. La acumulación de ssDNA que se produce en la horquilla activa la 
respuesta mediada por Mrc1, mientras que los fragmentos de ssDNA que se acumulan 
detrás de la horquilla favorecen el reclutamiento de Rad9. Además de activar las 
respuestas de checkpoint previamente mencionadas, el checkpoint de daño controla la 
actividad de la nucleasa Exo1 y la helicasa Pif1 que extienden el ssADN (García-Rodríguez 
et al., 2018). 
 
1.5 Papel de MCM2-7 en la DDR. 
 
La replicación del ADN  es el proceso mediante el cual las células duplican su 
genoma. Este proceso está altamente regulado para asegurar que el genoma se duplica 
de forma fidedigna una y solo una vez. Esto se consigue separando temporalmente los 
procesos de formación y activación de los complejos de replicación. La replicación se 
inicia en diversas regiones u orígenes de replicación que se encuentran distribuidos a lo 




consenso de ADN que reciben el nombre de ARS (Autonomously Replicating 
Sequences). En estas secuencias se encuentra unido de forma constitutiva el complejo 
de reconocimiento de orígenes de replicación (ORC, origin recognition complex) (Bell 
et al.,1992; Aparicio et al.,1997). 
 
 MCM2-7 es una helicasa en forma de anillo constituida por 6 subunidades en el 
orden: Mcm3, Mcm5, Mcm2, Mcm6, Mcm4 y Mcm7 (Donovan et al., 1997; Weinreich 
et al., 1999; Tanaka et al., 2002; Davey et al., 2003; Remus et al., 2009;  Sun et al.,2013). 
Al final de la mitosis la proteína Cdc6 se une a ORC y el factor de replicación Cdt1 lo hace 
a MCM2-7. La hidrólisis de ATP por Cdc6 unido a ORC promueve la carga de MCM2-7 al 
ADN de cadena doble (Remus et al., 2009; Evrin et al.,2009). Una vez que MCM2-7 se ha 
cargado, ORC hidroliza ATP, lo que provoca un cambio conformacional que libera a 
MCM2-7 del origen de replicación (Bowers et al.,2004; Arias et al.,2007). Este ciclo se 
repite en numerosas ocasiones de forma que se cargan entre 5-40 complejos de MCM2-
7 por cada origen de replicación, los cuales se desplazan a su vez a lo largo de la 
cromatina (Randell et al.,2006). Posteriormente Cdc6 y Cdt1 se disocian de los orígenes 
de replicación (Rowles et al., 1997; Randell et al., 2006). Esta secuencia de eventos 
conduce a la formación del complejo pre-replicativo (preRC), formado por  dos 
hexámeros de MCM2-7 enfrentados e inactivos (Figura 1.10). 
 
 
Figura 1.10 Reclutamiento y activación del complejo MCM2-7.  A) Ccd6, mediante la hidrólisis de ATP, 
carga MCM2-7 en el origen de replicación durante el final de mitosis y G1. B) En la transición G1/S, Cdc6 
y Cdt1 se disocian del complejo e intervienen las CDKs y las DDKs para fosforilar las moléculas de MCM2-
7 previamente cargadas en el genoma induciendo de este modo su activación. C) Una vez activado, 
durante la fase S,  los complejos MCM2-7 de desplazan por la cromatina (Adaptado de Leman et al., 
2013). 
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Posteriormente se produce la activación de la helicasa MCM2-7. Esta activación 
ocurre durante la transición G1-S y requiere la fosforilación de las diferentes 
subunidades del  preIC por las quinasas CDK (Cdc28) y DDK (Dbf4 dependent kinase, 
Cdc7 en S. cerevisiae). Específicamente, MCM2-7  es fosforilado por Cdc7 en varios 
residuos de las subunidades Mcm2, Mcm4 y Mcm6 (Figura 1.10) (Tanaka  et al., 2002; 
Evrin  et al.,2009).  Además, mediante un proceso que todavía no se conoce con 
exactitud, Cdc28 y Cdc7 fosforilan a Mcm10, Cdc45, Dbp11 y al complejo GINS, lo que 
facilita la asociación de MCM2-7 con Cdc45 y GINS para formar el complejo CMG 
(Cdc45-MCM2-7-GINS), el cual constituye la helicasa replicativa activa. Esta helicasa, 
junto con los factores Sld3, Sld2, Dbp11 y la polimerasa   forman el complejo de pre-
iniciación (preIC) (Kaplan et al., 2003; Ilves et al., 2010; Fu et al.,2011). Una vez que el 
preIC se ha formado se produce la separación de los dos hexámeros de MCM2-7 cuya 
actividad permite la síntesis de ADN tanto de la cadena líder, que se replica de forma 
continúa gracias a la polimerasa e como de la cadena retrasada, la cual se sintetiza de 
forma discontinúa por la actividad de la polimerasa z El avance de la horquilla está 
asociado a la generación de ssDNA que es estabilizado mediante la unión de RPA 
(Mimura et al.,2000). 
Para evitar que una secuencia de ADN se replique  en más de una ocasión durante el 
mismo ciclo celular, la actividad CDK impide que el complejo preRC se forme durante las 
fases S y G2/M mediante diferentes rutas, entre las que destaca la exclusión nuclear de 
las helicasas MCM2-7 no cargadas (Nguyen et al., 2001). Por tanto,  los niveles de CDK y 
DDK  promueven la activación de los preRCs durante la fase G1 y evitan la formación de 
nuevos complejos en las zonas ya replicadas durante la fases S y G2/M. 
Además de su papel en replicación la helicasa MCM2-7 tiene diferente papeles en 
respuesta a daños en el ADN. 
- El exceso de MCM2-7 se ha asociado a la activación de orígenes latentes en 
respuesta a daños, tanto en levaduras como humanos (Mcnltosh et al., 2012). 
- Promueve la estabilidad de las horquillas de replicación (Bailis et al., 2008; 
Ranatunga et al., 2016). 
- Interacciona tanto con Rad51 como con Rad52 (Shukla et al.,2005). En S. pombe 
esta interacción es específica de daño por HU (Bailis et al., 2008). 
En S. cerevisiae, esa interacción ocurre tanto en ausencia como en presencia de daño, 
pero está regulada a lo largo del ciclo por la presencia o ausencia de daño. La interacción 
se da en G1 y se pierde en fase S, a no ser que las células repliquen el ADN dañado por 
MMS (Cabello-Lobato, Cano-Linares, Prado, datos no publicados). Sin embargo, se 
desconoce el papel que esta interacción tiene en DDT. Dado que, como hemos 
mencionado, una característica de la HR en DDT es que Rad51 y Rad52 tienen que ser 
reclutados durante la fase S (González-Prieto et al.,2013), cabría la posibilidad de que 
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2.1  Objetivos. 
 
Los objetivos fundamentales de esta tesis son: 
1. Determinar las relaciones moleculares entre las rutas de DDT. 
 




































3.RESULTADOS: PRIMERA PARTE. 
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3.1  La reparación de lesiones de ssDNA en centros de Rad52 
requiere la monoubiquitinación de PCNA y las polimerasas de 
TLS. 
El daño en el ADN induce la formación de 1 o 2 centros de reparación que pueden 
ser estudiados empleando quimeras de proteínas de recombinación fusionadas a la 
proteína amarilla fluorescente (YFP, del inglés Yellow-fluorencent protein) (Lisby et 
al.,2001). En el caso del MMS, estos focos se forman una vez completada la replicación 
y representan eventos de reparación de fragmentos de ssDNA por Rad52 (González-
Prieto et al., 2013). Con el objeto de determinar cuál es el papel de las distintas rutas de 
DDT en la reparación post-replicativa de fragmentos de ssDNA, decidimos seguir la 
formación y desaparición de los centros de reparación de Rad52 en repuesta a MMS. 
Para ello, células expresando Rad52-YFP, el cual es funcional en respuesta a MMS 
(González-Prieto et al., 2013), se sincronizaron en G1 y se  liberaron en medio fresco en 
presencia de MMS al 0,033% durante 1 hora; posteriormente el MMS se inactivó con 
tiosulfato de sodio al 2,5% y  las células se lavaron e incubaron en medio fresco durante 
diferentes tiempos. En todos los experimentos se incluyó una estirpe silvestre para 
controlar la variación experimental asociada a la liberación de G1 y la progresión de las 
células a lo largo del ciclo celular.  Aproximadamente un 35-45%  de las células silvestres 
formaron focos de Rad52  1 o 2 horas tras la inactivación del MMS, coincidiendo con el 
final de la replicación del ADN (E.g Figuras 3.1 A y C) (González-Prieto et al., 2013). Este 
porcentaje de células con focos de Rad52 cayó al 7-10% después de 6 horas, lo que 
sugiere que la eficiencia de la reparación de fragmentos de ssDNA, inferida del 
porcentaje de focos de Rad52 que desaparecen, es de un 75-80% (Figuras 3.1 a 3.4). 
Para determinar la importancia de las modificaciones de PCNA en la reparación 
de ssDNA asociados a Rad52, hemos analizado el porcentaje de focos de Rad52 
desensamblados en una estirpe pol30-K164R, la cual expresa un complejo PCNA con una 
mutación en el sitio principal de ubiquitinación y sumoilación (Hoege et al., 2002). El 
porcentaje de focos de Rad52 que desaparecen en pol30-K164R es aproximadamente 
un 30%, sugiriendo, por tanto, que la modificación de PCNA en el residuo de  lisina 164 
es importante para la reparación de ssDNA en los centros de reparación de Rad52 
(Figura 3.1 A). 
La ubiquitinación del complejo PCNA en la lisina 164 está mediado por el 
complejo Rad6/Rad18 (Davies et al.,2008; Hoege et al.,2002). De acuerdo con el 
resultado anterior, la mutación rad18∆ causó un defecto similar al encontrado en el 
mutante pol30-K164R Figura 3.1 B). Por tanto, podemos concluir que el procesamiento 
post-replicativo de las lesiones de ssDNA asociado a los centros de Rad52 depende de 





 Figura 3.1 La reparación de fragmentos de ssDNA en los centros de Rad52 es parcialmente dependiente 
de la ubiquitinación de PCNA por Rad6/Rad18. (A y C) Cinética de formación y desaparición de focos de 
Rad52 inducidos por MMS. Las estirpes silvestre y  mutantes (pol30-K164R y  rad18∆) se sincronizaron en 
G1 y se liberaron en fase S en presencia de MMS al 0,033% durante 1 hora. Posteriormente, se trataron 
con tiosulfato de sodio al 2,5% para inactivar el MMS, se lavaron y se liberaron en medio fresco. La 
progresión a lo largo del ciclo celular si siguió mediante citometría de flujo. (B y D) Eficiencia de 
desaparición de focos de Rad52 inducidos por MMS en estipes silvestre y mutantes (pol30-K164R y  
rad18∆). El porcentaje de células que desensamblaron los focos se calculó en relación al porcentaje 
máximo de células con focos durante la cinética. Se muestra la media y la SEM de tres experimentos 
independientes. Las diferencias se analizaron mediante una t de student dónde uno, dos y tres asteriscos 
representan valores de p < 0,05, p < 0,01 y p < 0,001 respectivamente. 
 
 El complejo Ubiquitin ligasa Ubc13/Mms2/Rad5 extiende el residuo de 
ubiquitina en la lisina 164 de PCNA mediante una cadena de ubiquitinas unidas por su 
lisina 63 (Hoege et al., 2002). Dado que esta modificación es necesaria para la ruta de 
TS, en la cual también participan las proteínas de HR, decidimos analizar el efecto de la 
A B
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ausencia de Rad5 en el desemsamblaje de los focos de Rad52. Como se observa en la 
Figura 3.2, los valores obtenidos fueron similares a los de una estirpe silvestre, por lo 
que se infiere que Rad5 no es necesario para la reparación de las lesiones de ssDNA 
asociada a los centros de Rad52.  
 
 
Figura 3.2 La reparación de fragmentos de ssDNA en los centros de Rad52 es independiente de Rad5. 
(A) Cinética de formación y desaparición de focos de Rad52 inducidos por MMS en estirpes silvestre y 
rad5∆. (B) Eficiencia de desaparición de focos de Rad52 inducidos por MMS en estipes silvestre y rad5∆. 
Ver leyenda Figura 3.1 para más detalles. 
 
La proteína Mms2 es una conjugasa E2 que actúa junto con Ubc13 formando el 
complejo Ubc13/Mms2, el cual transfiere los residuos ubiquitina a la ligasa E3 Rad5 
(VanDemark AP et al., 2001). A diferencia de  rad5∆, el porcentaje de focos de Rad52 
desemsamblados fue de un 36% en el mutante mms2∆  (Figura 3.3), lo que sugiere que 
la proteína Mms2  es necesaria para la reparación de ssDNA asociada a los centros de 
Rad52.  Dado que la ausencia de Rad5 no tiene efecto, este dato  sugiere que el complejo 
Ubc13/Mms2 podría estar actuando en el proceso de reparación con otra ubiquitin 







Figura 3.3 La reparación de fragmentos de ssDNA en los centros de Rad52 es dependiente de Mms2. (A) 
Cinética de formación y desaparición de focos de Rad52 inducidos por MMS en estirpes silvestre y mms2∆. 
(B) Eficiencia de desaparición de focos de Rad52 inducidos por MMS en estipes silvestre y mms2∆. Ver 
leyenda Figura 3.1 para más detalles. 
 
 La ubiquitinación de PCNA mediada por Rad18 es necesaria para el 
reclutamiento de las polimerasas de TLS a las lesiones de ssDNA (Bienko et al., 2005; 
Hoege et al., 2002; Stelter et al., 2003). Por tanto, nos preguntamos si el bloqueo de la 
ruta de TLS mediante la eliminación de las polimerasas mutagénicas afectaba a la 
reparación de los fragmentos de ssDNA asociados a los centros de  Rad52. La eliminación 
de cualquiera de las polimerasas mutagénicas (Rev1 o Pol ζ) en mutantes rev1∆, rev3∆ 
o pol32∆ redujo a un 30-40% la eficiencia de desensamblaje de los focos de Rad52 
(Figura 3.4). El efecto de los mutantes rev1∆ y rev3∆ no fue aditivo, de acuerdo con el 
hecho de que Rev1 y  Pol ζ actúan de forma cooperativa (Haracska e tal., 2001). El efecto 
del doble mutante rev1∆ rev3∆ fue menos severo que el de los mutantes simples, siendo 
este incremento en eficiencia de reparación dependiente de la actividad de la 
polimerasa Pol η. En conjunto estos resultados indican que tanto la ubiquitinación de 
PCNA por Rad6/Rad18 como la actividad de las polimerasas Rev1, Pol ζ y en menor 
medida Pol η son necesarias para el procesamiento post-replicativo de las lesiones de 
ssDNA que ocurren en los centros de reparación de Rad52. 
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Figura 3.4 La reparación de fragmentos de ssDNA en los centros de Rad52 es parcialmente dependiente 
de las polimerasas Rev1, Pol ζ y Pol η. (A, B y E) Cinética de formación y desaparición de focos de Rad52 
inducidos por MMS en estirpes silvestre y  mutantes (rev1∆, rev3∆, rad30∆ y pol32∆) (D y F) Eficiencia de 
desaparición de focos de Rad52 inducidos por MMS en estipes silvestre y mutantes (rev1∆, rev3∆, rad30∆ 
y pol32∆) . (C y E) Progresión a lo largo del ciclo celular determinada mediante citometría de flujo. Ver 
leyenda Figura 3.1 para más detalles. 
 
 Es importante señalar que el porcentaje de células con focos de Rad52 
desensamblados en células que carecen de Rad18 (necesario para TS y TLS) o de Pol ζ 
(necesario sólo para TLS) fue similar ( Comparar figuras 3.1 D y figura 3.4 D). Esta 
observación, junto con el hecho de que Rad5 no es necesario para la desaparición de los 
focos de Rad52 (Figura 3.2), y que la ruta de TS actúa fundamentalmente durante la fase 
S (Ortiz et al., 2014, Karras et al., 2010 y Daigaku et al., 2010) sugiere que TS es un 
mecanismo independiente de los centros de reparación de Rad52 bajos nuestras 
condiciones experimentales. Esta conclusión es consistente con el hecho de que la 
formación de los centros de Rad52 inducidos por MMS ocurre cuando la replicación se 
ha completado (González-Prieto et al., 2013). 
 
3.2 Rad52 coopera con la maquinaría de TLS en la reparación de 
los fragmentos de ssDNA a través de procesos no 
recombinogénicos. 
 
 En nuestras condiciones experimentales, las células son liberadas durante la fase 
S en presencia de MMS. Eso implica que las lesiones que bloquean las polimerasas se 
acumulan tanto delante de la horquilla de replicación como en las cromátidas nacientes. 
Por tanto, una posible explicación a la conexión genética entre el procesamiento de los  
fragmentos de ssDNA en los centros de reparación de Rad52 y la maquinaria de TLS  es 
que la síntesis de ADN en la cromátida hermana invadida durante la HR sea bloqueda 
por lesiones adicionales  y requiera las polimerasas de TLS (Figura 3.5 A; MMS en S/G2). 
Para valorar esta posibilidad, las células tanto de la estirpe silvestre como de la estirpe 
E F
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rad18∆, se sincronizaron en G1 y  trataron con MMS al 0,033% durante 1 hora; tras este 
tiempo el MMS se inactivó y las células se liberaron en medio fresco en ausencia de 
daño. Bajo estas condiciones, las lesiones inducidas por MMS quedan restringidas a la 
molécula parental, dejando intacta la molécula naciente (Figura 3.5 A; MMS sólo en G1). 
En este caso, Rad18 también fue necesario para el desensamblaje de los focos de Rad52 
(Figura 3.5 B y C), lo que indica que el papel de Rad18 en el procesamiento de los 
fragmentos de ssDNA en los centros de reparación de Rad52 no se debe a una demanda 
de las polimerasas de TLS durante la HR.  
 
Figura 3.5 El requerimiento de Rad18 en la  reparación de fragmentos de ssDNA en los centros de Rad52 
no depende de lesiones bloqueantes en la  cromátida hermana. (A) Esquema representativo de la 
localización de las lesiones bloqueantes en el ADN generadas por  MMS en S/G2 y G1. Los asteriscos 
representan daños bloqueantes. (B) Cinética de formación y desaparición de focos de Rad52 inducidos 
por MMS durante G1 en las estirpes silvestre y rad18∆. Para ello, las células se sincronizaron en G1, se 
trataron con MMS al 0,033% durante 1 hora; posteriormente se inactivó el MMS con tiosulfato de sodio 
al 2,5% y las células se lavaron y liberaron en medio fresco en ausencia de daño. (C) Eficiencia de 
desaparición de focos de Rad52 inducidos por MMS en las estirpes silvestre y rad18. Ver leyenda Figura 
3.1 para más detalles. 
 
  El requerimiento de la monoubiquitinación de PCNA y las polimerasas de TLS en 
la reparación de ssDNA en los centros de Rad52 podría explicarse si Rad52 se une a las 
lesiones de cadena sencilla independientemente de cual vaya a ser el mecanismo de 
DDT por el cual estas lesiones vayan a ser reparadas. En este caso, el retraso en la 
cinética de desensamblaje de focos de Rad52 en los mutantes de la maquinaria de TLS 
podría deberse a que la ruta de “salvamento” de la HR sería la única vía activa para 
procesar las lesiones de ssDNA. Al igual que Rad52, Rad54 es necesaria para la 
reparación por HR durante la DDT. Sin embargo, y al contrario que Rad52 que interviene 
durante la formación del nucleofilamento ssDNA/Rad51, Rad54 tiene además otras 
funciones tardías en el procesamiento de los intermediarios recombinogénicos 





cromátidas hermanas inducido por MMS (Mankouri et al., 2007) y para el 
funcionamiento de la vía de “salvamento” de la HR (Pfander et al.,2005, Schiestl et al., 
1990). Por ello analizamos el desensamblaje de los focos de Rad54 inducidos por MMS, 
tras confirmar previamente que la quimera Rad54-YFP es funcional (Figura 3.6 A). En las 
células silvestres los focos de Rad54 inducidos por MMS se acumularon a lo largo del 
tiempo con una cinética similar a la de los focos de Rad52; el pico máximo de células con 
focos se observó a las dos horas tras la inactivación del MMS,  y cayó 5 horas después 
con una eficiencia de desensamblaje del 80% (Figura 3.6 B,E,G). Sin embargo, la 
eliminación de la vía TLS en células que carecen de Rad18 o de Rev1 no afectó ni a la 
cinética de acumulación de focos ni a la eficiencia de reparación de éstos (Figura 3.6 
B,C,E,F) a pesar de que Rad54 opera corriente abajo de Rad52, y de hecho no forma 
focos en células rad52∆ (Figura 3.6 D). Por lo tanto, la ausencia de TLS no afecta a la 
cinética de reparación de las lesiones de ssDNA por HR. Es también importante recalcar 
que el hecho de que Rad18 no afecte a los focos de Rad54 refuerza la idea de que la ruta 
de TS, que requiere la función de ubiquitinación de Rad18, actúa preferentemente fuera 
de los centros de reparación. Sorprendentemente, sin embargo, Rad5 es parcialmente 
necesario para la desaparición de los focos de Rad54 (Figura 3.6 G-H). Dado que la 
poliubiquitanación de PCNA por Rad5 requiere previamente la monoubiquitinación por 
Rad18  (Ulrich H et al 2000,  Hoege C et al 2002), este resultado sugiere, por tanto, que 
la vía de “salvamento de la HR requiere de una función de Rad5 diferente a la de 
ubiquitinación de PCNA. 
 
 











Figura 3.6. La reparación de fragmentos de ssDNA en los centros de Rad54 es independiente de Rad18 
y Rev1. (A) Viabilidad de las células silvestres, Rad54-YFP y rad51∆ en presencia  de MMS al 0,0025%. (B, 
E, G) Cinética de formación y desaparición de focos de Rad54 inducidos por MMS en las estirpes silvestre 
y mutantes (rad18∆, rev1∆ y rad5∆). (C, F, H) Eficiencia de desaparición de focos de Rad54 inducidos por 
MMS en las estirpes silvestre y mutantes(rad18∆, rev1∆ y rad5∆). Ver leyenda Figura 3.1 para más 
detalles. (F) Porcentaje de células gemadas, silvestres y rad52∆, que presentan focos de Rad54 en cultivos 
asincrónicos, tratados o no con  MMS al 0,05%  durante 2 horas. 
 
La eliminación de la ruta de TLS en las estirpes pol30-K164R y rad18∆ y en los 
mutantes de  polimerasas de TLS redujo el desensamblaje de los focos de Rad52 a la 
mitad que la estirpe silvestre (Figuras 3.1 y 3.4), sugiriendo que hay mecanismos 
alternativos para la reparación de las lesiones de ssDNA en estos centros de reparación. 
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Rev1 (Figura 3.6 C, F); por tanto, nos preguntamos  si Rad54 es necesario para procesar  
el resto de los fragmentos de ssDNA en ausencia de la maquinaria de TLS. De acuerdo 
con nuestras expectativas, la eficiencia de reparación de ssDNA en los centros  de Rad52  
se redujo a la mitad en ausencia de Rad54 (Figura 3.7 A -B) y se eliminó casi por  
completo en ausencia de Rad54 y Rad18 (Figura 3.7 C-D) o Rad54 y Rev1 (Figura 3.7 E-
F). En conjunto, estos resultados sugieren que Rad52 promueve el procesamiento de las 
lesiones de ssDNA en los centros de reparación tanto por la vía de TLS como por la ruta 
de HR.  Es importante recalcar que este resultado implica que Rad52 actúa en 
coordinación con la maquinaria de TLS en el procesamiento de las lesiones de ssDNA a 
través de un mecanismo no recombinogénico. En línea con esta idea, la ausencia de 





















Figura 3.7 La reparación de fragmentos de ssDNA en los centros de Rad52 requiere el efecto aditivo de 
la HR y TLS (A, C, E) Cinética de formación y desaparición de focos de Rad52 inducidos por MMS en las 
estirpes silvestre y las mutantes (rad54∆, rad54∆ rad18∆ y rad54∆ rev1∆). (B, D, F) Eficiencia de 
desaparición de focos de Rad52 inducidos por MMS en estipes silvestre y mutantes (rad54∆, rad54∆ 











Figura 3.8 Las polimerasas de TLS no tienen una función significativa en la reparación recombinacional 
de las lesiones del ADN mediada por MMS. (A) Análisis de la recombinación homóloga espontánea e 
inducida por MMS al 0,01% en un sistema de  repeticiones invertidas  en estipes silvestres y mutantes 
rev1∆ y rev3∆. Se muestra la media y la SEM de 6 test de fluctuación independientes por genotipo. 
 
Para profundizar en el papel de Rad52 en TLS, analizamos la contribución de 
Rad54 (HR) y Rev1 (TLS) en el desensamblaje de los focos de RPA1 inducidos por MMS. 
RPA se une y señaliza todas las lesiones de ssDNA independientemente de los 
mecanismos que los reparen. Por tanto, es una excelente herramienta para seguir la 
acumulación de lesiones de ssDNA que no han sido reparadas. Para ello, utilizamos 
células que expresan la subunidad Rfa1 unida a YFP (Rfa1-YFP). En respuesta a MMS,  los 
focos de RPA se detectaron antes y en un mayor número (~70-80%) que los focos de 
Rad52, pero con una eficiencia de reparación similar (~90%) (González-Prieto et al., 
2013). De acuerdo con resultados previos, el desensamblaje de los focos de RPA fue 
totalmente dependiente de Rad52 (Figura 3.9) (González-Prieto et al., 2013). A pesar de 
eso, el desensamblaje de los focos de RPA apenas se vio afectado por la ausencia de 
Rad54 (Figura 3.9). Estos datos demuestran que el defecto en células rad52∆ no se debe 
a la falta de HR. Por el contrario, los focos de RPA  se desensamblaron muy poco en 
ausencia de Rev1, y nada en  ausencia tanto de Rev1 como de Rad54 (Figura 3.9), 
demostrando que Rad52 coopera con la maquinaria de TLS en la reparación post-
replicativa de los fragmentos de ssDNA mediante un proceso no recombinogénico. 
El desensamblaje inducido por MMS de los focos de RPA fue mucho más 
dependiente de Rev1 y menos dependiente de Rad54 que el desensamblaje de focos  de 
Rad52 (Comparar Figura 3.4 y 3.7 A con 3.9). Los focos de Rad52, los cuales dependen 
de RPA para su formación (Lisby et al., 2004), se detectaron en la mitad de células que 
los focos de RPA, pero todos los focos de RPA dependen de Rad52 para su resolución 
(Figura 3.9) (González- Prieto et al., 2013). Esto sugiere que la ratio RPA/Rad52 en los 





de Rad52 insuficiente para ser detectado. Por tanto, la diferente dependencia de Rev1 
y Rad54 en la reparación de focos de Rad52 y RPA sugiere que la ratio RPA/Rad52 en los 
centros de reparación influye en la ruta de reparación; TLS cuando el ratio es alto y HR 
cuando el ratio es bajo. 
 
 
Figura 3.9 La reparación de fragmentos de ssDNA en los centros de RPA depende de Rad52 y Rev1 (A) 
Cinética de formación y desaparición de focos de RPA inducidos por MMS en estirpes silvestre y mutantes 
(rad52∆, rev1∆, rad54∆ y rev1∆ rad54∆). (B) Eficiencia de desaparición de focos de RPA inducidos por 
MMS en estipes silvestre y mutantes (rad52∆, rev1∆, rad54∆ y rev1∆ rad54∆). (C) La progresión a lo largo 
del ciclo celular se siguió mediante citometría de flujo. Ver leyenda Figura 3.1 para más detalle. 
 
 
3.3 La reparación de los fragmentos de  ssDNA por la vía 
Rad52/TLS requiere la expresión post-replicativa de Rad18 . 
 
 Con objeto de determinar si la actividad de Rad18 es necesaria solo durante la 
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RAD18 por el promotor de GAL1 (estirpe Gp::Rad18), el cual se expresa en presencia de 
galactosa. La cinética de formación y desensamblaje de los focos de Rad52 en un medio 
con esta fuente de carbono fue similar en las estirpes silvestre y Gp::Rad18 (Figura 3.10 
A-B), lo que indica que los niveles de Rad18  desde el promotor GAL1 son suficientes 
para reparar el  ADN dañado. Para determinar si la actividad de Rad18 se necesita de 
manera continua tras la formación de los focos de Rad52 en fase G2/M (González-Prieto 
e al.,2013), las células se crecieron en galactosa, sincronizaron en G1, y liberaron en 
MMS al 0,033% durante 1 hora en presencia de galactosa;  posteriormente se inactivó 
el MMS con tiosulfato al 2,5%, se lavaron las células y  se liberaron en presencia de 
glucosa para reprimir la expresión de Rad18. Esta estrategia nos permitió restringir la 
expresión de Rad18 a la fase S (Figura 3.10 C). Los resultados mostraron que la expresión 
de Rad18 durante la fase S no es suficiente para la reparación de los daños de ssDNA ya 
que los focos de Rad52 no se desensamblaron en ausencia de Rad18 durante G2/M 
(Figura  3.10 C-D). Curiosamente, aunque la formación  de focos de Rad52 no se vio 
afectada por la fuente de carbono empleada, la reparación de las lesiones de ssDNA fue 
mucho más dependiente de Rad18 en galactosa que en glucosa, sugiriendo que el 
metabolismo puede influir  en la elección del mecanismo de DDT (Comparar rad18∆ en 












Figura 3.10 La reparación de fragmentos de ssDNA en los centros de Rad52 requiere la expresión de 
Rad18 durante la fase G2/M. (A y C) Cinética de formación y desaparición de los focos de Rad52 inducidos 
por MMS. Las estirpes silvestre y mutantes (rad18∆ y Gp::RAD18) se crecieron en galactosa, sincronizaron 
en G1, y liberaron en MMS al 0,033% durante 1 hora en presencia de galactosa; posteriormente se inactivó 
el MMS con tiosulfato al 2,5%, se lavaron las células y  se liberaron en presencia de galactosa (A y B) o de 
glucosa para restringir  la expresión de Rad18 a la fase S (C y D). La progresión a lo largo del ciclo celular 
se siguió mediante citometría de flujo. Ver leyenda Figura 3.1 para más detalle. 
 
3.4  Rad52 y Rad57 son necesarios para la mutagénesis inducida 
por MMS. 
 
 Para demostrar genéticamente que Rad52 es necesario para TLS, estudiamos la 
mutagénesis inducida por MMS utilizando como marcador el gen CAN1. CAN1 codifica 
una arginina permeasa necesaria para la incorporación de arginina. Además, esta 
permeasa puede introducir en la célula la canavanina un análogo tóxico de la arginina; 
por tanto, sólo los mutantes que pierden la función de CAN1 pueden crecer en presencia 
de esta droga. Para ello, cultivos celulares en fase exponencial se trataron con MMS al 
0,01% durante 4 horas. La frecuencia de mutantes de determinó antes y después de 
inducir los daños en el ADN. Por tanto, la frecuencia de mutagénesis inducida por MMS 
incluye los mutantes que surgieron espontáneamente antes de la adición del agente 
genotóxico. La presencia de MMS incrementó aproximadamente 20 veces la frecuencia 
de mutantes en la estirpe silvestre (Figura 3.11). La frecuencia de mutantes después del 
tratamiento con MMS fue similar en las estirpes silvestres y rad52∆. Sin embargo, la 
ausencia de Rad52 aumentó la frecuencia de mutagénesis espontánea (Von Borstel et 
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similares a los obtenidos con MMS (Figura 3.11), lo que impide ver un posible efecto de 
la ausencia de Rad52 en la mutagénesis inducida por MMS. En cualquier caso, no 
podemos hacer una comparación directa entre las estirpes silvestre y rad52∆ debido a 
que la ruta libre de errores de HR está operativa en la primera pero no en la segunda, 
por lo que la cantidad de lesiones de ADN que son procesadas por la vía mutagénica TLS 
es diferente en cada estirpe. Para evitar esto, repetimos el ensayo de mutagénesis en 
fondo rad54∆ para eliminar todas las rutas de HR. La ausencia de Rad54 aumento la 
frecuencia de mutagénesis espóntanea a los mismos niveles que la ausencia de Rad52, 
reforzando el papel de la HR en la prevención de la acumulación de mutaciones 
espontáneas. Además, la ausencia de Rad54 causó un incremento de 4 veces en la 
frecuencia de mutagénesis inducida por MMS en comparación con una estirpe silvestre, 
de acuerdo con la idea de que  la eliminación del mecanismo de HR canaliza las lesiones 
inducidas por MMS a la vía TLS. Este incremento se eliminó en ausencia de Rad52 (Figura 
3.11, comparar rad54∆ con rad54∆ rad52∆), indicando que Rad52 es necesario para la 
mutagénesis inducida por daños en el ADN.  
 Para determinar si esta función es específica de Rad52, analizamos el efecto en 
células carentes de Rad51 y Rad57. La alta frecuencia de mutagénesis espontánea en 
rad51∆ (6,6.10-4) impidió determinar un posible efecto de esta mutación en la 
mutagénesis inducida por MMS. La ausencia de Rad57 produjo un incremento similar al 
de rad52∆ y rad54∆ en la frecuencia de  mutagénesis espóntanea (Figura 3.11). Al igual 
que rad52∆, la ausencia de Rad57 suprimió el incremento de la mutagénesis inducida 
por MMS en fondo Rad54∆, aunque en este caso la supresión fue parcial (Figura 3.11 
comparar rad54∆ con rad54∆ rad57∆). Por tanto, Rad52 y en menor media Rad57 son 













Figura 3.11 Rad52 y en menor medida Rad57 son necesarios para la mutagénesis inducida por MMS. 
Efecto de las mutaciones rad52∆, rad54∆ y rad57∆ en  mutagénesis espontánea  e inducida por MMS. La 
frecuencia de  mutagénesis espontánea e inducida por MMS se determinó siguiendo la frecuencia de 
mutaciones en el locus  CAN1 de células en fase exponencial antes (mutagénesis espontánea)  y después 
del tratamiento con 0,01% MMS durante 4 horas (mutagénesis inducida). Por tanto, la frecuencia de 
mutagénesis inducida incluye los mutantes que surgieron de forma espontánea antes de la adición de 
MMS. La media y la SEM corresponden a 3 experimentos independientes. Los asteriscos indican 
diferencias estadísticamente significativas, de acuerdo con un test de t student no pareado de dos colas , 
donde uno, dos y tres asteriscos, representan valores de p  <0,05, <0,01 and <0,001, respectivamente. 
 
3.5 Rad52, Rad51 y Rad57 promueven la unión de Rad16/Rad18 
a la cromatina y la ubiquitinación de PCNA. 
 
 Los resultados obtenidos sugieren un papel no recombinogénico de las proteínas 
Rad52, Rad51 y Rad57 en la ruta de reparación de TLS. Resultados no publicados de 
nuestro grupo de investigación sugieren que Rad52 es necesario para la unión del 
complejo Rad6/Rad18 al ADN. La unión de las proteínas a las lesiones de ssDNA pueden 
ser detectadas mediante un ensayo  desarrollado por Laemmli y colaborades para 
mapear sitios de unión de proteínas al ADN (CheC, del inglés Chromatin Endogenous 
Cleavage) (Laemmli, U.K et al., 2004). Esta técnica se basa en la expresión de proteínas 
de fusión con la Nucleasa Micrococal (MN). El dominio nucleasa de estas quimeras se 
puede activar con iones de Ca2+ e introducir un DSB en el ADN si están unidas a la 
cromatina. Para ello, las células se permeabilizan con digitonina, un detergente que no 
afecta a la interacción proteína-ADN, y se tratan con Ca2+ durante distintos tiempos 
(Laemmli U.K et al., 2004). Este protocolo se ha utilizado para detectar la unión de 
proteínas de reparación a daños en el ADN que nos son DSBs (González-Prieto et al., 
2013). La lógica de esta aproximación es que una proteína de reparación fusionada a la 
MN generará un corte en el ADN detectable si se une a una lesión que no es un DSB. Sin 
embargo si la lesión es un DSB, la quimera no aumentará el número de moléculas 
cortadas (Figura 3.12 A). Por tanto,  podemos inferir la unión  de una proteína a daños 
que no son DSBs a partir del patrón de digestión del ADN. Mediante este aproximación, 
se observó que Rad52 facilita la unión de Rad6 a la cromatina; en particular,  la unión 
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del heterodímero Rad6/Rad18; como se deduce de la pérdida de digestión de ADN por 
Rad6-MN tanto en rad52∆ como en rad18∆ (Tesis doctoral de Román González Prieto). 
La unión de Rad6 al ADN, inferido del grado de digestión, era mayor en ausencia  
que en presencia de MMS (Tesis doctoral de Román González Prieto), analizamos la 
unión de Rad6 a lo largo del ciclo celular en cultivos sincrónicos. Para ello,  las células se 
sincronizaron en G1 y liberaron en medio fresco en ausencia o presencia de MMS al 
0,033%. El análisis de la fase del ciclo celular en la que se encontraban las células se 
determinó mediante citometría de flujo. Como se observa en la Figura 3.12 Rad6-MN se 
unió al ADN en mayor medida en ausencia que en presencia de MMS 
independientemente de la fase del ciclo celular. En ambos casos, la unión fue mayor 
durante la fase S y se redujo durante G2/M. 
 
 
Figura 3.12 La unión de Rad6 al ADN es mayor en fase S que en fase G2/M. (A) Esquema representativo 
dónde se muestra que una proteína de reparación del ADN fusionada a la MN inducirá un corte detectable 
sólo si la proteína está unida a una lesión que no es un DSB. (B) Análisis mediante ChEC de la unión de 
Rad6-MN al ADN en cultivos sincronizados en G1  y liberados en ausencia o presencia de MMS al 0,033%, 
durante diferentes tiempos. Se muestran los perfiles de digestión y de contenido en ADN. 
 
Con objeto de determinar si otras proteínas de HR , aparte de Rad52, implicadas 
previamente en TLS facilitan la unión de Rad6/Rad18 a la cromatina, repetimos el ChEC 
en células rad51∆ y rad57∆. Para ello, las células de cultivos asincrónicos se incubaron  
en presencia o ausencia de MMS al 0,05% durante 2 horas y se procesaron para su 
análisis mediante ChEC. Tanto Rad51 como Rad57 facilitaron la unión de Rad6-MN al 
ADN en presencia y en ausencia de daño, como se infiere de la menor digestión del ADN 
por Rad6-MN en rad51∆ y rad57∆ respecto al silvestre (Figura 3.13). Además, como se 
había observado anteriormente (Figura 3.12), la unión de Rad6-MN fue mayor en 








proteínas de HR Rad52, Rad51 y Rad57 facilitan el reclutamiento de Rad6/Rad18 a 





Figura 3.13 Rad51 y Rad57 facilitan la unión de Rad6 al ADN (A y B) Análisis mediante ChEC de la unión 
de Rad6-MN al ADN en cultivos asincrónicos, incubados o no con MMS al 0,05% durante 2 horas. Se 
muestran los perfiles de las fases del ciclo celular y de digestión del ADN. 
 
Con objeto de determinar si la unión de Rad6-MN a la cromatina requiere  la 
actividad de Rad54, y por tanto, determinar si es un proceso recombinogénico, 
repetimos el ChEC en células rad54∆ en las mismas condiciones que el experimento 
anterior. Como se muestra en la figura 3.14, los patrones de digestión por Rad6-MN en 
células rad54∆ son similares a los de la estirpe silvestre, indicando que la unión de 
Rad6/Rad18 a la cromatina no depende de la actividad de la proteína Rad54. Por tanto, 
el papel de Rad51, Rad52 y Rad57 en el reclutamiento de Rad6/Rad18 a la cromatina 








Figura 3.14 La unión de Rad6 al ADN es  independiente de la proteína de Recombinación homóloga 
Rad54. Análisis mediante ChEC de la unión de Rad6-MN al ADN en cultivos asincrónicos de células 
silvestres y rad54∆ incubados o no con MMS al 0,05% durante 2 horas. Se muestran los perfiles de ciclo 
celular y digestión de ADN por Rad6-MN en respuesta a MMS. 
 
A partir de este dato y dado que Rad52, Rad51 y Rad57 facilitan el reclutamiento 
de Rad6/Rad18, nos planteamos la posibilidad de que también fueran necesarias para 
la ubiquitinación de PCNA. Para ello, nos pusimos en contacto con el grupo de H. Ulrich, 
el cual, en el marco de este trabajo, analizó el papel de estas proteínas en la 
ubiquitinación de PCNA en respuesta a MMS. Los datos mostraron que Rad51, Rad52 y 
Rad57 participan en el proceso de ubiquitinación de PCNA en presencia de daño. 
 
3.6 Rad52 es dispensable para la unión de Rev1 a la cromatina. 
 
 Dado que Rad52 facilita la unión de Rad6/Rad18 a la cromatina y que la 
ubiquitinación de PCNA por este complejo es necesario para el reclutamiento de las 
polimerasas de TLS, nos planteamos determinar en qué medida Rad52 es necesario para 
la unión de Rev1 a la cromatina. Rev1 tiene su máximo pico de expresión durante la fase 
G2/M del ciclo celular (Waters et al., 2006); por tanto sincronizamos en G1 células 
silvestres y rad52∆ y las liberamos en medio fresco durante 60 y 180 minutos en 
ausencia y presencia de MMS al 0,01% respectivamente, con objeto de analizar la unión 
de Rev1 a la cromatina en G2/M. La unión de Rev1 a la cromatina se analizó mediante 
“spreads” de núcleos. Como se observa en la figura 3.15, tanto el número de núcleos 
con  focos de Rev1 como el número de focos de Rev1 por núcleo se incrementó en las 
células silvestre en respuesta a MMS, aunque no podemos descartar que esta diferencia 
se deba en parte a la ligera diferencia en el perfil de G2/M (Figura 3.15 Comparar los 
tiempos 60- y 60+ en la estirpe silvestre). En el caso del  mutante de rad52∆, el patrón 
de focos de Rev1 en un cultivo sin daño fue similar al de la  estirpe silvestre en presencia 
de daño, lo cual es consistente con el incremento de la mutagénesis espontánea 
observada en los mutantes de HR (Figura 3.11). En presencia de daño, la cantidad de 





efecto aditivo de la ausencia de Rad52 y la activación de la DDR. En conclusión, Rad52 




Figura 3.15 Rad52 no es esencial para la unión de Rev1 a la cromatina en presencia de MMS. Análisis 
mediante Spreads de núcleos de  focos de Rev1-MYC asociados a la cromatina en estirpe silvestres  y en  
rad52∆. Las células se  sincronizaron en G1 y  se liberaron en medio fresco en ausencia o presencia de 
MMS al 0,01% hasta G2/M (60 minutos en ausencia de daño y 120 en presencia de MMS). El gráfico 
muestra el porcentaje de núcleos clasificados en cuatro categorías de acuerdo con el número de focos  de 
Rev1 presentes por núcleo. La media y la SEM proceden de 3 experimentos independientes. Se incluyó 
una estirpe sin etiquetar con Myc como control negativo. La progresión a lo largo del ciclo celular se siguió 
mediante citometría de flujo. 
 
3.7 Rad18 no interacciona ni con Rad51 ni con Rad57 por Doble 
Híbrido. 
 
 Rad51, Rad52 y Rad57 facilitan la unión del complejo Rad6/Rad18 a la cromatina. 
Una posible explicación a este resultado es que alguna de estas proteínas de 
recombinación homóloga interaccione directa o indirectamente con el complejo 
Rad6/Rad18. El complejo Rad55/Rad57 es el principal candidato puesto que su ausencia 
no previene la unión de Rad52 y Rad51 al ssDNA (Sugawara et al 2003). Además, se ha 
visto que Rad51C (homólogo en humanos a Rad57) interacciona físicamente con Rad18 
(J. Huang et al 2009). Para estudiar esta posible interacción utilizamos el sistema de 
Doble Híbrido (James et al., 1996), en el que las  dos proteínas que se van a analizar se 
fusionan una al dominio de unión al ADN del transactivador Gal4 (Gal4-DBD) y la otra al 
dominio de activación de dicho transactivador (Gal4-AD). Si las proteínas interaccionan 
entre sí darán lugar a un transanctivador Gal4 funcional, cuya actividad se determina 
siguiendo la expresión de un marcador regulado por este transactivador (GAL1-HIS3). 
Mediante este ensayo se estudió la interacción de Rad18 con Rad51 y con Rad57. Como 
control positivo se analizó la interacción de Rad51 consigo mismo (H.Klein., 2008). Las 
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o al 0,0025%. En ningún caso se observó un crecimiento en ausencia de histidina de 
células expresando las correspondientes quimeras (Figura 3.16).  
 
Figura 3.16 Rad18 no interacciona ni con Rad51 ni con Rad57 por Doble Híbrido (A y B) Análisis de la  
interacción física entre Rad18 y Rad57 (A) o Rad51 (B) mediante ensayo de Doble Híbrido. Las proteínas 
se fusionaron al dominio de unión al ADN (Gal4-DBD) o al de activación de Gal4  (Gal4-AD) y se analizaron 
mediante un test de gotas en ausencia y presencia de MMS en medios SC-LU (células totales) y SC-LUH 
(células que expresan GAL1-HIS3).  Como control positivo se incluyó un transformante que  lleva los 























3.RESULTADOS: SEGUNDA PARTE. 










3.8 Rad51 interacciona con el complejo MCM2-7 
preferentemente en la cromatina. 
 
 La helicasa MCM2-7 se acumula en la cromatina durante G1 y se libera durante 
la fase S (Errico A. et al, 2010). Estudios de fraccionamiento de cromatina realizados en 
nuestro laboratorio han mostrado un perfil similar para las proteínas de HR Rad51 y 
Rad52. Además, estos análisis han demostrado que tanto MCM2-7 como Rad51 y Rad52 
se mantienen en la cromatina en fase S cuando las células se liberan desde G1 en 
presencia de MMS, y que esta unión a la cromatina está asociada a interacciones físicas 
entre MCM2-7 y las proteínas Rad51 y Rad52 (Cabello-Lobato, Cano-Linares y Prado, 
manuscrito sin publicar). Con objeto de caracterizar este proceso en más detalle, 
decidimos en primer lugar determinar si la interacción ocurre exclusivamente en la 
cromatina o también se da en la fracción soluble. Para ello, en primer lugar separamos 
las fracciones soluble y de cromatina y confirmamos el enriquecimiento en cada una de 
estas fracciones mediante western-blot contra la histona H4 (Cromatina) y la proteína 
Pgk1 (Fracción soluble) (Figura 3.17). Posteriormente, analizamos si Rad51 co-
inmunuprecipitaba  con Mcm4 (Etiquetado con GFP) en cada una de las fracciones. 
Rad51 co-inmunoprecipitó con Mcm4 tanto en la cromatina cómo en la fracción soluble, 
aunque la interacción fue mucho mayor en la fracción cromatínica incluso a pesar de 
que tanto Rad51 como Mcm4 son mucho más abundantes en la fracción soluble que en 
la fracción de la cromatina (Figura 3.17). Por tanto, la interacción entre Rad51 y Mcm4 
ocurre preferentemente en la cromatina. 
 
Figura 3.17 La unión entre Rad51 y MCM2-7 ocurre preferentemente en la cromatina. Análisis  de la 
interacción entre Mcm4-GFP y Rad51 mediante fraccionamiento y porterior análisis de  co-
inmunoprecipitación. El análisis se hizo a partir de cultivos asincrónicos en fase exponencial de células 
silvestres que expresan Mcm4-GFP. Como control negativo se uso una estirpe silvestre Mcm4. El 
enriquecimiento en cromatina y fracción soluble se determinó mediante western-blot frente a las 
proteínas H4 y Pgk1. Se cargaron equivalentes celulares de ambas fracciones, salvo para el input de Rad51 






3.9  La interacción de Rad51/MCM2-7 se pierde en el mutante 
rad51-54 
 
 El hecho de que la helicasa MCM2-7 interaccione con proteínas de HR y que tanto 
la interacción entre ellas como su unión a la cromatina estén reguladas por MMS sugiere 
un papel de este complejo  en la DDT. Para entender el papel de Rad51 en la respuesta 
específica a MMS se realizó en el laboratorio del Dr. Félix Prado una búsqueda de 
mutantes de RAD51 sensibles a MMS y resistente a Irradiación ionizante (TFM J.M 
Roldán). Decidimos analizar si alguno de estos mutantes estaba afectado en su unión a 
Mcm4. Para ello, coinmunoprecipitamos la quimera Mcm4-GFP es cultivos asincrónicos 
y analizamos la interacción con Rad51 mediante western-blot. La interacción entre 
MCM2-7 y Rad51 se perdió en el mutante rad51-54 (Figura 3.18). 
 
Figura 3.18 La unión entre Rad51 y Mcm2-7 se pierde en el mutante rad51.54. Análisis de  la interacción 
entre Mcm4-GFP y Rad51 mediante coinmunoprecipitación en extractos de cultivos asincrónicos de 




3.10 El mutante rad51-54 es parcialmente sensible tanto a MMS 
como a radiación ionizante. 
 
 La sensibilidad de rad51-54 a MMS y la resistencia a radiación gamma se había 
determinado mediante test de gotas (TFM J.M. Roldán). Cabía la posibilidad de que las 
diferencias observadas se debieran a cantidades no comparables de daño. Por tanto, 
determinamos la viabilidad en cultivos asincrónicos de células silvestres, de rad51-54 y 







Mcm4-GFPCoIP de los mutantes de Rad51 generados por Wolf 
CoIP 




1 Mutante 135  sin etiquetar  
2 Mutante 303  sin etiquetar 
3 wt (MCM4GFP) 
4 Mutante 135 con MCM4GFP 
5 Mutante 305 con MCM4GFP 
RAD51:
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de rad51∆, tratadas con diferentes concentraciones de MMS y distintas dosis de 
radiación gamma. El mutante rad51∆ se incluyó para tener un punto de referencia con 
el que comparar dosis equivalentes de MMS y de radiación gamma. Como se observa 
en la figura 3.19, el mutante rad51-54 es ligeramente sensible a dosis de daño 
equivalentes de MMS y radiación ionizante. Por tanto, la pérdida de interacción de 




Figura 3.19 El mutante rad51-54 es ligeramente sensible tanto a MMS como a radiación ionizante. 
Ensayo de viabilidad en distintas concentraciones de MMS y distintas dosis de radiación gamma en 
cultivos asincrónicos de estirpes silvestre, rad51-54 y rad51∆. Se representa la media y la SEM de tres 
experimentos independientes. Las rayas discontinuas indican las dosis de MMS e ir que reducen la 
viabilidad del mutante rad51∆ al 1% y al 0,1%, respectivamente. 
 
3.11 El mutante rad51-54 puede unirse al ADN de cadena 
sencilla. 
 
 Con objeto de determinar la relevancia de la interacción entre Rad51 y MCM2-
7, analizamos en primer lugar si esta interacción era necesaria o facilitaba la unión de  
Rad51 y/o MCM2-7 a la cromatina. Para ello, realizamos experimentos de ChEC, 
centrándonos en la unión de Rad51-54-MN, ya que no pudimos obtener la quimera 
Mcm4-MN. Como se muestra en la figura 3.20, los patrones de digestión de ADN por 
Rad51-MN y Rad51-54-MN fueron similares tanto en ausencia como en presencia de 
MMS durante 2 horas. Por tanto, la unión de Rad51 a los daños en el ADN no depende 





Figura 3.20 La proteína Rad51-54 no está afectada en su unión a la cromatina en respuesta a daño 
replicativo. Análisis mediante ChEC de la unión de Rad51-MN y Rad51-54-MN al ADN en cultivos 
asincrónicos incubados o no con MMS al 0,05% durante 2 horas. Se muestran los perfiles de digestión y 
de contenido en ADN.  
 
3.12 La mutación rad51-54 no afecta a la Recombinación 
homóloga inducida por MMS. 
 
Con objeto de determinar qué papel juega la interacción entre Rad51 y Mcm4 en 
la DDT decidimos analizar el efecto de rad51-54 sobre la HR inducida por MMS. Para ello 
utilizamos un sistema genético que mide eventos de recombinación recíproca entre 
cromátidas hermanas (uSCE;  Intercambio desigual entre cromátidas hermanas). La 
frecuencia de HR se midió en cultivos asincrónicos en fase exponencial antes y después 
de ser tratados con diferentes concentraciones de MMS durante cuatro horas. Por 
tanto, la frecuencia de HR producida por MMS incluyó los recombinantes acumulados 
de manera espontánea. Además, los cultivos se trataron en paralelo con distintas dosis 
de radiación ionizante (IR) con objeto de determinar el efecto de rad51-54 sobre la 
reparación de DSBs. La mutación rad51-54 redujo ligeramente (aunque las diferencias 
no fueron significactivas)  los niveles de HR inducidos tanto por MMS como por IR. Por 
tanto, la interacción entre Rad51 y MCM2-7 es prescindible en respuesta 
recombinacional a dañoS en el ADN (Figura 3.21). 
 




Figura 3.21 El alelo rad51-54 no es defectivo en Recombinación Homóloga. Frecuencia de intercambio 
desigual entre cromátidas hermanas (uSCE) en células silvestres y rad51-54 tratadas o no con MMS 
durante 4 horas (A) o IR (B). Se muestra la media y la SEM de tres test de recombinación independientes. 
 
3.13 La mutación rad51-54 no afecta a la  mutagénesis inducida 
por MMS. 
 
 Como se ha demostrado en el apartado 1 de resultados de esta tesis, las 
proteínas tempranas de HR, entre ellas Rad51, juegan un papel no recombinogénico en 
la regulación  de TLS. Por tanto, decidimos analizar la posibilidad de que rad51-54 fuera 
defectivo en la mutagénesis inducida por MMS. Para ello, se siguió una estrategia similar 
a la descrita para estudiar la HR . Se determinó la frecuencia de mutantes resistentes a 
canavanina en cultivos asincrónicos tratados con MMS durante 4 horas, tanto antes 
como después de inducir  el daño en el ADN. Por tanto, la frecuencia de mutagénesis 
inducida por daños en el ADN incluye los mutantes que surgieron espontáneamente 
antes de la adición de MMS. La presencia de MMS incrementó aproximadamente 20 
veces la frecuencia de mutantes en la estirpe silvestre. De acuerdo con su 
comportamiento silvestre en HR la mutación rad51-54 apenas incrementó los niveles 
espontáneos de mutagénesis. En respuesta a MMS, el mutante rad51-54 presentó 
niveles similares de mutagénesis a la de la estirpe silvestre (Figura 3.22). Por tanto, la 








Figura 3.22 El alelo mutante rad51-54 no es defectivo en la vía TLS. Frecuencia de mutación espontánea 
e inducida por MMS al 0,01% durante 4 horas en cultivos asincrónicos de  células silvestres y rad51-54. Se 
muestra la media y la SEM de 3 test de fluctuación independientes.  
 
3.14 La mutación rad51-54 afecta a la replicación en presencia 
de MMS. 
 
   Además de desempeñar un papel en el reparación post-replicativa de los 
fragmentos de ssDNA, las proteínas de HR, en especial Rad51, son necesarios durante la 
DDT para facilitar el avance de las horquillas de replicación en presencia de daños en el 
ADN. Por tanto, nos planteamos la posibilidad de que la interacción entre Rad51 y 
Mcm2-7 fuera necesario para este proceso. Para ello, cultivos de células silvestres, 
rad51-54 y rad51∆ se sincronizaron en G1 y liberaron tanto en ausencia como en 
presencia de MMS al 0,025%, y la progresión a lo largo de la fase S se determinó 
analizando el contenido de ADN mediante citometría de flujo.  Como se observa en la 
Figura 3.23, la estirpe rad51∆ mostró un claro retraso respecto a la silvestres en 
completar la replicación; de hecho las células rad51∆ no llegan a mostrar un perfil 2n. El 
mutante rad51-54 prosperó más lentamente que la estirpe silvestre en presencia de 
MMS aunque el efecto que se observó no fue tan severo como en células que carecen 
de Rad51 (Figura 3.23). 




Figura 3.23 El mutante rad51-54 presenta problemas replicativos. Análisis de la progresión del ciclo 
celular mediante citometría de flujo. Las células se sincronizaron en G1 y liberaron en ausencia o  
presencia de MMS al 0,025%. El análisis se llevó a cabo en células silvestres, rad51∆ y rad51-54. 
 
Para corroborar mediante otra técnica el papel de la interacción Rad51/MCM2-
7 en la progresión de la replicación en presencia de daño, realizamos un experimento  
de electroforesis de campo pulsado (PFGE, del inglés Pulsed Field Gel Electrophoresis). 
En este ensayo sólo los cromosomas que se han replicado completamente entran en el 
gel de agorasa, ya que los que se están replicando presentan una mayor complejidad 
estructural. El experimento se realizó en células sincronizadas en G1 y liberadas en 
presencia de MMS al 0,01% durante 1 hora; posteriormente el MMS se inactivó con 
tiosulfato de sodio al 2,5% y las células se lavaron y se liberaron en ausencia de daño 
(Figura 3.24).  En G1 se observa los cromosomas completos que entran en el gel de 
agarosa; en MMS el ADN se está replicando y permanece en el pocillo. A medida que se 
completa la replicación vuelven a aparecer los cromosomas en el gel de agarosa. Los 
resultados muestran que el mutante rad51-54 completó la replicación más lentamente 
que la estirpe silvestre, aunque el fenotipo no fue tan severo como en el mutante 
rad51∆. Este resultado sugiere que la interacción entre Rad51 y MCM2-7 es importante 









Figura 3.24 El mutante rad51-54 presenta defectos en replicación (A) Análisis de replicación en presencia 
de MMS  mediante CHEF. Células silvestres y  mutantes (rad51-54 y rad51∆) se sincronizaron en G1 y 
liberaron en  MMS al 0,01% durante 1 hora, tras lo cual el MMS se inactivó y las células se liberaron en 
ausencia de daño. (B) Cuantificación del grado de replicación de los  cromosomas. Los valores se 
obtuvieron a partir de la media de las medidas de dos cromosomas independientes (marcadas con 
flechas). (C) Análisis de la progresión a lo largo del ciclo celular mediante citometría de flujo. 
 
La interacción entre Rad51 y MCM2-7 y su unión a la cromatina dependen de la 
actividad de  la quinasa de Cdc7 (Cabello-Lobato M, Cano-Linares M, et al., datos no 
publicados). Por tanto, decidimos  analizar  el efecto sobre la replicación en presencia 
de MMS de rad51-54 en combinación con la  ausencia de actividad de Cdc7. Para 
eliminar la actividad quinasa de Cdc7 de forma selectiva usamos un alelo de CDC7 (cdc7-
as3) que es sensible al inhibidor 1NMPP1, un análogo no hidrolizable del ATP (Wan et 
al., 2006). Dado que la actividad quinasa  de Cdc7 es esencial para la iniciación de la 
replicación (Donaldson et al., 1998), el experimento se llevó a cabo sincronizando las 
células en G1, liberándolas en fase S en ausencia o  presencia de MMS al 0,033% y 
añadiendo el inhibidor (o su vehículo) a los 35 minutos tras la liberación de G1. 
Adicionalmente, se reañadió factor alfa durante la fase S para re-sincronizar los cultivos 
en la siguiente fase G1. A los 60 minutos se inactivó el MMS con 2,5% de sodio tiosulfato 
y se analizó la progresión a lo largo del ciclo celular por citometría de flujo. En ausencia 
de MMS el mutante progresó a lo largo del ciclo de forma similar a la estirpe silvestre, 
independientemente de si hay actividad quinasa de Cdc7 o no (Figura 3.25 A). Como se 
había visto anteriormente, el mutante rad51-54  progresó más lento que el silvestre en 
presencia de MMS, mientras que la  inhibición de Cdc7 no afectó por si solo a la 
replicación. Sin embargo, la ausencia de actividad quinasa de Cdc7 agravó de manera 
muy severa el defecto replicativo del mutante rad51-54; de hecho, las células no llegan 
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Figura 3.25 La ausencia de la actividad quinasa de Cdc7 acentúa los defectos replicativos en el mutante 
rad51-54. Análisis de la progresión a lo largo del ciclo celular mediante citometría de flujo. Las células se 
sincronizaron en G1 y liberaron en  ausencia MMS. La actividad quinasa de Cdc7 se inactivó o no 
añadiendo inhibidor 1NM-PP1 o su vehículo a los 35 minutos tras la liberación de G1. Las células se 





Figura 3.26 La ausencia de la actividad quinasa de Cdc7 acentúa los defectos replicativos en el mutante 
rad51-54. Análisis de la progresión a lo largo del ciclo celular mediante citometría de flujo. Las células se 
sincronizaron en G1 y liberaron en presencia de MMS durante 1 hora. Posteriormente, se trataron con 
tiosulfato de sodio al 2,5% para inactivar el MMS, se lavaron y se liberaron en medio fresco. La actividad 
quinasa de Cdc7 se inactivó o no añadiendo inhibidor 1NM-PP1 o su vehículo a los 35 minutos tras la 
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El papel de las proteínas de HR en la DDT se conoce desde hace bastante tiempo, 
aunque su función siempre se había asociado a las rutas recombinogénicas (TS y la vía 
de “salvamento”). Los resultados obtenidos en esta tesis muestran que Rad52, Rad51 y 
Rad57 colaboran junto con la maquinaria de TLS  en la reparación de las lesiones de 
ssDNA producidas por MMS mediante un mecanismo no recombinogénico; de acuerdo 
con los resultados presentados en este trabajo, Rad52 y en menor medida Rad57 son 
necesarias para la mutagénesis inducida por MMS. Los datos obtenidos también 
muestran que Rad52, Rad51 y Rad57, pero no Rad54, facilitan la unión de Rad6/Rad18 
a la cromatina. Además, en el marco de este trabajo, el grupo de H. Ulrich ha 
demostrado que Rad52, Rad51 y Rad57, pero no Rad54, facilitan la ubiquitinación de 
PCNA. Por tanto, podemos concluir que las proteínas de recombinación temprana 
desempeñan funciones recombinogénicas y no recombinogénicas durante la DDT, las 
cuales pueden afectar la elección de la vía de TLS o de HR y por consiguiente a la 
integridad del genoma. 
 
4.1 Rad52, Rad51 y Rad57 son necesarios para  la reparación de 
fragmentos de ssDNA por TLS. 
 
 Las proteínas de HR son necesarias para la reparación post-replicativa de las 
lesiones de  ssDNA generadas durante la DDT. Los datos genéticos y moleculares 
demuestran que estas proteínas intervienen en las rutas de TS y de “salvamento” (Prado 
2014; Branzei 2016). Los resultados presentados en esta tesis muestran que Rad52, 
Rad51 y Rad57 cooperan con la maquinaria de TLS ( el complejo Rad6/Rad18, la 
monoubiquitinación de PCNA y las polimerasas Rev1/Pol , y en menor medida Pol   en 
la reparación de las lesiones de ssDNA producidas por MMS. En principio cabría la 
posibilidad de que  los defectos observados estuvieran asociados a DSBs, ya que las 
polimerasas de TLS desempeñan diferentes funciones en la HR inducida a estas lesiones 
(McVey et al., 2016). Sin embargo, la cantidad de MMS que hemos utilizado en nuestro 
estudio no conduce a la formación de DSB (González et al., 2013). Además, la 
ubiquitinación de PCNA no es necesaria para las funciones de Pol   y  Pol   en la HR 
inducida por DSBs (Hirano et al 2006; Sharma et al 2012).  
 Otra posibilidad es que la ubiquitinación de PCNA, junto con las  polimerasas 
de TLS, puedan operar en la cadena invadida durante la HR. Sin embargo, el 
requerimiento de Rad18 para reparar los fragmentos de ssDNA se mantiene incluso si 
restringimos el daño inducido por MMS a la molécula parental, evitando la acumulación 
de lesiones bloqueantes en la cromátida hermana. Además, Pol z y Pol h no son 
necesarias para la formación de SCJ (Vanoli et al., 2010) ni para la HR inducida por MMS 
(Figura 3.8). Es importante destacar que Rad54, cuya función es esencial para la HR 
durante la DDT (Schiestl et al.,1990; Pfander et al 2005; Mankouri et al., 2007; Ceballos 




fragmentos de ssDNA generados como consecuencia del tratamiento con MMS. Esta 
función es desempeñada por  Rad52, junto con Rad51 y Rad57 a través de un mecanismo 
independiente de Rad54 y dependiente de Rad18 y Rev1. De acuerdo con estos datos, 
Rad52 y en menor medida Rad57 son necesarios para la mutagénesis inducida por MMS. 
En conjunto, estos resultados apoyan una nueva función, no recombinogénica para las 
proteínas de recombinación tempranas en TLS. 
 Por otro lado hemos demostrado que Rad52, Rad51 y Rad57 facilitan la unión 
de Rad6/Rad18 a la cromatina. Sin embargo, la contribución de Rad52, Rad51 y Rad57 
tanto al reclutamiento  de Rad6/Rad18  como a la ubiquitinación de PCNA es 
cuantitativamente similar, mientras que la función de Rad52 en la reparación de los 
fragmentos de ssDNA y la mutagénesis es más relevante que la función de Rad51 y 
Rad57. Estas diferencias sugieren que Rad52 pueda ejercer roles adicionales en TLS. 
 El hecho de que estas proteínas de recombinación tengan un papel en la ruta 
TLS es inesperado si tenemos en cuenta los resultados obtenidos en los análisis 
epistáticos de sensibilidad a daños en el ADN y los resultados de mutagénesis. (Paulovich 
et al.,1998; Rattray et al .,2002; Ball et al 2009). Esta aparente contradicción se debe al 
hecho de que las proteínas Rad52, Rad51 y Rad57 facilitan, pero no son esenciales para 
el proceso de TLS. En su ausencia las polimerasas de TLS también pueden ser reclutadas, 
y aunque este reclutamiento sea menos eficiente, la cantidad de daños sobre los que 
actúan es  mucho mayor al no ser operativas las rutas de HR. Esto explicaría el 
incremento en mutagénesis observado en los mutantes de HR. 
 
4.2 Rad52, Rad51 y Rad57 facilitan la unión de Rad6/Rad18 a la 
cromatina y la ubiquitinación de PCNA inducida por daños en el 
ADN. 
 
  La ruta de TLS se basa en la monoubiquitinación de PCNA por el complejo 
Rad6/Rad18 (Hoege et al., 2002), una modificación evolutivamente conservada que 
facilita el reclutamiento de las polimerasas de TLS (Sale, 2013) Rad6 y Rad18 forman un 
heterodímero con actividades de conjugación (Rad6) ligación de ubiquitina (Rad18) 
(Bailly et al.,1997; Hoege et al., 2002) que modifican a la molecula de PCNA que está 
unido al ADN (Garg et al 2005; Davies et al., 2008). Rad6/Rad18 se dirige a lesiones de 
ssDNA a través de al menos dos mecanismos: la unión de Rad18 a ssDNA (Bailly et al., 
1997), y la interacción de Rad18 con RPA, que es necesaria para la ubiquitinación de 
PCNA en respuesta a la acumulación de ssDNA (Davies et al., 2008). RPA se une y protege 
los fragmentos de ssDNA que se producen durante la replicación y reparación del ADN, 
pero debe reemplazarse con Rad51 con la ayuda de Rad52 y Rad55/Rad57 para que se 
produzca la HR (Heyer et al., 2010). Es poco probable que este reemplazo elimine por 
completo el complejo RPA de los fragmentos de ssDNA generados durante la DDT, ya 
que la ubiquitinación de PCNA requiere la presencia continua de RPA (Davies et al., 
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2008). Por lo tanto, es probable que RPA y las proteínas  de HR temprana coexistan en 
las lesiones de ssDNA y de acuerdo con nuestros resultados, que ambas contribuyan al 
reclutamiento de Rad6/Rad18 a la cromatina y a la posterior ubiquitinación de  PCNA. 
Es importante destacar que Rad54 es prescindible para estas funciones, lo que indica 
que se producen a través de un proceso no recombinogénico. Sorprendentemente, la 
cantidad de Rad6/Rad18 en la cromatina fue mayor en ausencia que en presencia de 
MMS, a pesar de que la ubiquitinación de PCNA se produce específicamente en 
respuesta al daño en el ADN (Hoege et al., 2002). Esto sugiere que Rad6/Rad18 ya está 
presente en la cromatina en ausencia de daño a través de un mecanismo que requiere 
las proteínas de HR tempranas. De acuerdo con esta posibilidad, la interacción entre 
Rad18 con RPA es cuantitativamente similar en células dañadas y no dañadas (Davies et 
al., 2008). Además, la mayor cantidad de Rad6/Rad18 en la cromatina en ausencia de 
MMS sugiere que la  ubiquitinación de PCNA inducida por el daño en el ADN facilita la 
liberación de Rad6/Rad18 de la cromatina, lo que proporcionaría una vía de 
retroalimentación negativa para controlar la activación de la DDT. En este sentido, es 
importante recalcar que Rad6/Rad18 tiene preferencia por PCNA sumoilado (Parker et 
al., 2012), modificación que ocurre durante la fase S en ausencia de daño (Parker et al., 
2012). Dado que PCNA es un homotrímero, el equilibrio de modificación (sumoilación y 
ubiquitinación) de PCNA podría ser importante para la unión de Rad6/Rad18 a la 
cromatina. 
 Desconocemos el  proceso por el cual Rad52, Rad51 y Rad57 facilitan la unión 
de Rad6/Rad18 a la cromatina. Una posibilidad es que alguna de estas proteínas de 
recombinación interactúe directa o indirectamente con Rad6/Rad18. El complejo 
Rad55/Rad57 es el principal candidato, ya que su ausencia no evita la unión de Rad52 o 
Rad51 a ssDNA (Sugawara et al., 2003). Además, el homólogo humano de Rad57 - 
Rad51C - interactúa físicamente con Rad18 humano (Huang et al., 2009). Sin embargo, 
hasta ahora no hemos podido detectar interacciones físicas entre Rad18 y Rad57. Esto  
sugiere que las interacciones son débiles y/o transitorias, que otro factor de 
recombinación interactúa con Rad6/Rad18, o que Rad52, Rad51 y Rad55/Rad57  
promueven el reclutamiento de Rad6/Rad18 por un mecanismo diferente. Se ha 
demostrado que Mre11 interactúa físicamente con Rad18 tanto en ausencia como en 
presencia de MMS (Ball et al., 2014).  El complejo MRX está involucrado, entre otros 
procesos, en HR inducido por DSB, estabilidad de horquillas de replicación y relleno de 
fragmentos de  ssDNA mediado tanto por HR como por TLS (Stracker et al., 2011; Ball et 
al., 2014; TittelElmer et al., 2009; Gnagavarapu et al., 2007). Específicamente, MRX 
parece funcionar en colaboración con Rad51 en la estabilidad y recuperación de la 
horquilla de replicación en situaciones de  estrés replicativo (Bjergbaek et al., 2005; 
TittelElmer et al., 2009). Por lo tanto, el requerimiento de Rad51, Rad52 y Rad57 podría 
reflejar la necesidad de una horquilla de replicación estable para la unión eficaz de 





4.3 ¿Puede actuar Rad52 como un interruptor molecular entre 
TS y TLS? 
 
 En conjunto, nuestros resultados sugieren funciones no recombinogénicas de 
las proteínas de recombinación temprana en TLS. Rad52, junto con Rad51 y Rad57, 
facilitan la unión de Rad6/Rad18 a la cromatina, probablemente colaborando con RPA y 
PCNA sumoilado (Figura 5.1). En respuesta a las lesiones de ADN que desencadenan  la 
DDT, Rad6/Rad18 ubiquitina a PCNA (Hoege et al., 2002). Rad5, que interactúa 
físicamente con Rad6/Rad18 (Ulrich et al., 2000) y que tiene su  pico de expresión 
durante la fase S (Ortiz et al., 2014), ceba una cadena de poliubiquitina que conduce a 
TS (Hoege et al., 2002; Stelter et al.,2003) a través de un mecanismo que adicionalmente 
requiere actividades recombinogénicas proporcionado por Rad51 y Rad54 (Liberi et al., 
2005; Mankouri et al., 2007; Branzei et al., 2008; Vanoli et al., 2010; Minca et al., 2010; 
Karras et al., 2013). Una vez que se completa la replicación y no hay más horquillas de 
replicación estresadas, el checkpoint mediado por Mrc1 se desactiva, lo que permite la 
formación de centros de reparación de ADN  (González-Prieto et al., 2013), mientras que 
las lesiones no reparadas de ssDNA mantienen activo el checkpoint de daños en el  ADN 
mediante una respuesta mediada por Rad9 (García et al., 2018). En este trabajo 
proponemos que las lesiones de ssDNA que escapan de la ruta principal y libre de errores 
(TS) durante la fase S se acumulan en los centros de reparación de ADN para su relleno 
mediante dos mecanismos adicionales, menos precisos y liderados por Rad52: TLS y la 
ruta de salvamento (Figura 4.1). 
 
 Una implicación importante de este modelo es que las proteínas de 
recombinación podrían ejercer un control adicional sobre la integridad del genoma al 
influir en la elección del mecanismo de DDT en los centros de reparación: el 
reclutamiento de Rad6/Rad18 promovería TLS y la mutagénesis, mientras que la 
invasión de la cadena de ADN en la cromátida hermana facilitaría la HR y los 
entrecruzamientos. En este sentido, llama la atención la mayor contribución a la 
reparación de ssDNA de la vía Rad52/Rev1 (TLS) en relación con la vía Rad52/Rad54 (vía 
de salvamento) cuando analizamos los focos de  RPA en lugar de los focos de  Rad52. 
Todos los focos de RPA requieren Rad52 para su ensamblaje (González et al., 2013), lo 
que indica que su mayor acumulación (~ 80%) en relación con los focos de Rad52 (~ 45%) 
en células silvestres refleja centros de reparación de ADN con una ratio RPA/Rad52 alta. 
Por tanto, pensamos que la ratio RPA/Rad52 puede ser un determinante importante en 
la elección de la ruta de reparación: Rad52/TLS cuanto es alta, y Rad52/HR cuanto es 
baja. 
 





Figura 4.1 Vías de reparación mediadas por Rad52 durante la DDT. Las proteínas de HR Rad52, Rad51 y 
Rad57 facilitan la unión de Rad6/Rad18 a la cromatina. En respuesta a lesiones bloqueantes que impiden 
el avance de la horquilla de replicación los complejos Rad6/Rad18 y Rad5/Ubc13/Mms2 ubiquitinan a 
PCNA y actúan de forma coordinada con las proteínas de HR para reparar por TS los fragmentos de ssDNA 
que quedan detrás de la horquilla. Las lesiones de ssDNA que escapan a la ruta de TS son procesadas en 
los centros de reparación durante G2/M, mediante mecanismos menos específicos en los que participan 
Rad52, Rad51 y Rad55/Rad57: TLS y la ruta de salvamento de HR. Esto ofrece la oportunidad de controlar 
el mecanismo de DDT que se emplea para rellenar los fragmentos de las lesiones de ssDNA no reparadas 















4.4 La interacción de Rad51 con la helicasa MCM2-7 promueve 
la replicación del ADN dañado. 
 
 Rad51 interactúa físicamente con la helicasa MCM2-7 tanto en humanos como 
en S. pombe (Shukla et al., 2005; Huang et al.,2018). Datos previos de nuestro grupo han 
extendido esta observación a S. cerevisiae y han demostrado además que ambos 
factores presentan cinéticas de unión a la cromatina similares durante el ciclo celular: 
se acumulan en G1 y se liberan a lo largo de la fase S, a menos que el ADN replicado esté 
dañado, en cuyo caso se mantienen en la cromatina hasta G2/M (Cabello-Lobato, Cano-
Linares y F. Prado, resultados no publicados). El hecho de que tanto la interacción entre 
MCM2-7 y Rad51 como la unión de ambos factores a la cromatina estén regulados por 
MMS sugiere un papel de este complejo en la DDT. Con objeto de determinar la función 
biológica de esta interacción, en este trabajo se ha analizado el comportamiento del 
mutante rad51-54, el cual hemos visto que está severamente afectado en su unión al 
complejo MCM2-7. Este mutante es ligeramente sensible a IR y a MMS y presenta 
niveles prácticamente silvestres de HR y mutagénesis. Sin embargo, está afectado en la 
progresión a lo largo de la fase S en presencia de MMS, lo que sugiere que la interacción 
entre MCM2-7 y Rad51 es necesaria para baipasear las lesiones bloqueantes de las 
horquillas de replicación. 
Los valores de HR del mutante rad51-54 en respuesta a MMS no difieren mucho  
de los valores obtenidos en la estirpe silvestre, lo que sugiere que la interacción entre 
Rad51 y MCM2-7 no es necesaria para el relleno de los fragmentos de ssDNA por las 
rutas de TS o salvamento. Como se ha mencionado en la introducción, una diferencia 
mecanística entre la HR inducida por DSBs y la HR durante la DDT es que en este último 
caso Rad51 tiene que entrar al daño antes de G2/M, lo que sugiere que lo hace mediante 
un proceso acoplado a la replicación (González-Prieto et al., 2013). Nuestros resultados 
de ChEC demuestran que Rad51-54 se une al ADN dañado de manera similar a la 
proteína silvestre, lo que sugiere que la helicasa MCM2-7 no es el factor que acopla la 
entrada de Rad51 a la replicación. 
Por otro lado, los datos obtenidos de mutagénesis en rad51-54 fueron similares 
a los de la estirpe silvestre, lo que sugiere que la interacción entre Rad51 y MCM2-7 no 
es necesaria para la ruta de TLS. No obstante, dado que Rad6/Rad18 puede ser reclutado 
a la cromatina e inducir mutagénesis en ausencia de Rad51 (Figura 3.13 A) (Rattray et al 
.,2002; Ball et al 2009), no podemos descartar un papel del complejo Rad51/MCM2-7 
en TLS en condiciones silvestres. 
 
El fenotipo más relevante del mutante rad51-54 es el defecto de replicación en 
presencia de MMS, el cual sugiere que la interacción entre Rad51 y MCM2-7 facilita la 
progresión de la horquillas en presencia de lesiones bloqueantes. Dado que Rad51 es 
necesario tanto en células de humanos como en levaduras para reiniciar las horquillas 
                                                                                                                       
75 
 
de replicación estresadas y para el avance de éstas sobre lesiones bloqueantes (Váquez 
et al., 2008; Alabert et al., 2009;Lambert et al., 2010; Petermann et al., 2010; De Haro 
et al., 2010; González-Prieto et al., 2013), una posible explicación al fenotipo observado 
es que MCM2-7 facilite el reclutamiento de Rad51 a las horquillas de replicación. 
Aunque Rad51 viaja con la horquilla incluso en ausencia de daño en el ADN en S. 
cerevisiae (González-Prieto et al., 2013), MCM2-7 podría incrementar los niveles de 
Rad51 unidos a la cromatina para facilitar su avance en presencia de lesiones 
bloqueantes. De acuerdo con esta posibilidad, la interacción entre Rad51 y MCM2-7 en 
S. pombe de detecta en respuesta a hidroxiurea, pero no en ausencia de daño, lo que ha 
llevado a sugerir que MCM reclute a Rad51 para estabilizar las horquillas de replicación 
estresadas (Bailis et al., 2007). 
En células humanas se ha observado que Rad51 colocaliza en los sitios de daño 
en el ADN con FANCD2, una proteína reguladora esencial en la vía de reparación de 
Anemia de Fanconi (Hussain et al., 2004). Por otro lado, se ha observado que la 
ubiquitinación de FANCD2 es necesaria para una correcta activación de los orígenes de 
replicación, siendo esta función regulada mediante interacciones con Mcm3  
(Panneerselvam et al., 2014). Estos datos han llevado a sugerir un posible papel del 
complejo Rad51/MCM2-7 en la ruta de Anemia de Fanconi. Aunque esta ruta no esta 
conservada en S. cerevisiae, no podemos descartar que la interacción entre MCM2-7 y 
Rad51 regulen la funcionalidad de otros componentes implicados en replicación y/o 
reparación asociada a defectos replicativos. 
Finalmente, es particularmente interesante el hecho de que los defectos de 
replicación de rad51-54 se agraven en ausencia de la actividad quinasa de Cdc7. Dado 
que esta actividad es necesaria para mantener la interacción entre Rad51 y MCM2-7 
(Cabello-Lobato, Cano-Linares y Prado, resultados no publicados), es posible que este 
defecto sinergístico se deba a la completa eliminación de la interacción entre Rad51 y 
MCM2-7. Alternativamente, este defecto podría reflejar una función adicional de Cdc7 
en el control de la replicación en condiciones de estrés replicativo. Se ha observado que 
la fosforilación de MCM2 por Cdc7 en las serinas 164 y 170 promueve la resistencia a 
MMS in vivo y modula la actividad helicasa de MCM2-7 in vitro (Stead et al., 2011). Esta 
función replicativa podría estar relacionada con la interacción entre Rad51 y MCM2-7, 
ya que parte de los defectos en la unión de Rad51 a la cromatina en ausencia de Cdc7 
(determinados mediante ChEC) se suprimen en un mutante fofomimético mcm2EE 
(Cabello-Lobato, Cano-Linares, Prado resultados no publicados). En cualquier caso, el 
efecto sinergístico de Cdc7 y rad51-54 resalta la importancia de la interacción entre 


































1. Rad52 coopera mediante funciones no recombinogénicas con la maquinaria de TLS 
(monoubiquitinación de PCNA dependiente de Rad6/Rad18 y polimerasas Pol z, Rev1 y 
en menor medida Pol h) en la reparación post-replicativa de los fragmentos de ssDNA 
generados durante la DDT. 
 
2. La reparación de los fragmentos de ssDNA por la vía Rad52/TLS requiere la 
expresión post-replicativa de Rad18. 
 
3. Rad52 y Rad57, pero no Rad54, son necesarios para la mutagénesis inducida por 
MMS. 
 
4. La ruta recombinacional de TS nos está asociada a los centros de reparación de 
G2/M en respuesta a MMS.  
 
5. Rad52, Rad51 y Rad57 promueven el relleno de los fragmentos de ssDNA en los 
centros de reparación formados en G2/M a través de dos rutas: la ruta de salvamento 
de HR (junto con Rad54), y la ruta de TLS (junto con Pol z, Rev1 y Polh ). 
 
6. El mayor o menor requerimiento de las rutas Rad52/HR o Rad52/TLS depende de la 
ratio RPA/Rad52: cuando es alta se favorece TLS y cuando es baja se favorece la HR. 
Este ratio parece estar modulado por factores como la fuente de carbono. 
 
7. Rad51, Rad52 y Rad57, pero no Rad54, promueven la unión eficiente de Rad6/Rad18 
a la cromatina; no obstante, las polimerasas de TLS pueden unirse a la cromatina en 
ausencia de la proteínas de HR. La unión de Rad6/Rad18 a la cromatina es mayor en 
ausencia que en presencia de MMS, lo que sugiere un mecanismo de 
retroalimentación negativo regulado por modificaciones post-traduccionales de PCNA. 
 
8. Rad51 interacciona con el complejo MCM2-7 preferentemente en la cromatina, y 
esta interacción se pierde en el mutante rad51-54. 
 
9. La interacción entre MCM2-7 y Rad51 es prescindible para la reparación por HR y 
TLS de los fragmentos de ssDNA generados durante la DDT. 
 
10. La interacción entre MCM2-7 y Rad51 facilita la replicación del ADN en presencia 
de lesiones bloqueantes generados por MMS. Esta función está además promovida por 























Las estirpes de levaduras empleadas en este trabajo se muestran en la tabla 6.1. 
Todas ellas son isogénicas bien a la W303 o bien a la BY4741. La mayor parte  de ellas se 
consiguieron mediante cruces genéticos; para ello, las estirpes parentales haploides se 
cruzaron en medio rico YPAD y los diploides generados se micromanipularon o se 
seleccionaron en medios específicos. Posteriormente, los diploides se sembraron en 
medio de esporulación para inducir la meiosis y las ascas se diseccionaron en un 
micromanipulador SINGER MK1 (Singer LTD) tras un tratamiento con zimoliasa a 2mg/ml 
durante 1 minuto. El genotipo se determinó mediante réplicas en placas con diferentes 
medios selectivos, y el sexo analizando la capacidad de las esporas para formar diploides 
con las cepas F4 (a) y F15 (a). 
 
Estirpe Genotipo Ref. Figura 
55Sc34.08 MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 













W303-1a5R MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 can1-100 RAD5 
Esta tesis 3.2, 3.5, 
3.9 
55Sc63.08 MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  





58Sc23.08 MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 








YMO54 MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 




57Sc74.08 MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 





Wrev1D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 rev1D::NATMX4 




Wrev3D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  





Wrad30D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 rad30D::HYGMX4 
Esta tesis 3.4 
Wrev1Drev3D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 rev1D::NATMX4 
rev3D::KANMX6  
Esta tesis 3.4 
Wrev1D rad30D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 rev1D::NATMX4 
rad30D::HYGMX4 
Esta tesis 3.4 
W rev3Drad30D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 rev3D::KANMX6 
rad30D::HYGMX4 
Esta tesis 3.4 
Wrev1Drev3Drad30D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 rev1D::NATMX4  
rev3D::KANMX6 rad30D::HYGMX4 
Esta tesis 3.4 
Wpol32D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 





WRAD54YFP MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  




WRAD54YFPrad52D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 RAD54YFP::URA3 
rad52D:: HYGMX4 
Esta tesis 3.7 
WRAD54YFPrad18D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 RAD54YFP::URA3 
rad18D::KANMX6 
Esta tesis 3.7 
WRAD54YFPrev1D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 RAD54YFP::URA3 
rev1D::NATMX4 
Esta tesis 3.7 
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WRAD54YFPrad5D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 RAD54YFP::URA3 
rad5D::TRP1 
Esta tesis 3.8 
Wrad51∆ MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 







Wrev1D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 can1-100 RAD5 
rev1D::NATMX4 
Esta tesis 3.9 
Wrev3D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15  can1-100 RAD5 
rev3D::KANMX6 
Esta tesis 3.9 
Wrad54D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 can1-100 RAD5 
rad54D::NATMX4 
Esta tesis 3.10 
Wrad54Drad18D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 can1-100 RAD5 
rad54D::NATMX4 rad18D::KANMX6 
Esta tesis 3.10 
Wrad54Drev1D MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 can1-100 RAD5 
rad54D::NATMX4 rev1D::NATMX4 
Esta tesis 3.10 
W303CAN MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 CAN1 RAD5 
Esta tesis 3.17, 
3.22 
Wrad52DCAN MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 CAN1 RAD5 rad52D::HYGMX4 
Esta tesis 3.17 
Wrad54DCAN MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 CAN1 RAD5 rad54D::NATMX4 
Esta tesis 3.17 
Wrad54Drad52DCAN MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 CAN1 RAD5 rad54D::NATMX4 
rad52D::HYGMX4 
Esta tesis 3.17 
Wrad57DCAN MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 CAN1 RAD5 rad57D: KANMX6 
Esta tesis 3.17 
Wrad54Drad57DCAN MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 CAN1 RAD5 rad54D::NATMX4 
rad57D:: KANMX6 
Esta tesis 3.17 
 YSG100                                                                                                                                                                                                                                                                                                  MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1








WRFA1YFP MAT a w303 ade2-1 can1-100 his3,11-15 






WRFA1YFPrad52D MAT a ade2-1 can1-100 his3,11-15 




Esta tesis 3.11 
WRFA1YFPrad54D MAT a  ade2-1 can1-100 his3,11-15 




Esta tesis 3.11 
WRFA1YFPrev1D MAT a  ade2-1 can1-100,his3,11-15 
leu2,3-112 trp1,1 ura3-1 RAD5 Rfa1-
8ala-YFP bar1∆::LEU2 rev1D::NATMX4 
 
Esta tesis 3.11 
WRFA1YFPrev1D 
rad54D 
MAT a ade2-1 can1-100,his3,11-15 





Esta tesis 3.11 
Wrev1myc MAT a  ade2-1 can1-100,his3,11-15 
leu2,3-112 trp1,1 ura3-1 RAD5 
bar1∆::LEU2 REV1MYC::HIS3 
 
Esta tesis 3.16 
Wrev1mycrad52D MAT a  ade2-1 can1-100,his3,11-15 




Esta tesis 3.16 
TMY373 MAT a ura3-52 his3-200 leu2-3,112 trp1-





WMCM4GFP MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
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WMCM4GFPrad51m MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 MCM4GFP::URA3 
rad51m 
Esta tesis 3.20 
Wrad51m MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 bar1Δ::LEU2  
 can1-100 RAD5 rad51m 
Esta tesis 3.23, 
3.25 
Wrad51mCAN MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 CAN1 RAD5 rad51m 
Esta tesis 3.22 
Wrad51∆CAN MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 CAN1 RAD5 rad51D:: natNT2 
Esta tesis 3.22 
W303SCE MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-52 ade2-
101 his3-∆200 URA3 his3-∆3’ his3-∆5’  
can1-100 RAD5 
Esta tesis 3.21 
Wrad51mSCE MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-52 ade2-
101 his3-∆200 URA3 his3-∆3’ his3-∆5’  
can1-100 RAD5 rad51m 
Esta tesis 3.21 
wcdc7as3_2 MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 cdc7as3MYC  bar1Δ::HisG  






wcdc7as3_2rad51m MAT a leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 
his3-11,15 cdc7as3MYC  bar1Δ::HisG  
can1-100 RAD5 rad51m  
 
Esta tesis 3.26 
BY4741 MAT a his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 Esta tesis 3.13 
BYrad6D MAT a his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 
rad6D::KANMX6 
Euroscarf 3.13 
BYRad6MN MAT a his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 








ByRad6MNrad51m MAT a his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 
his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 
RAD6MN::HISMX6 rad51m 
Esta tesis 3.24 
BYRad6MNrad51D MAT a his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 
his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 
RAD6MN::HISMX6 rad51D::KANMX6 




BYRad6MNrad57D MAT a his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 
his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 
RAD6MN::HISMX6 rad57D::KANMX6 
Esta tesis 3.14 
BYRad6MNrad54D MAT a his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 
his3D1 leu2D0 ura3D0 met15D0 
RAD6MN::HISMX6 rad54D::NATMX4 
Esta tesis 3.15 
F4 MAT a thr4D0  Esta tesis  
F15 MAT alfa thr1D0 arg4D0 Esta tesis  
Tabla 6.1  Estirpes de levaduras. Las estirpes cuyo nombre comienza por W pertenecen al fondo 
genético W303 y las que comienzan por BY pertenecen al fondo genético BY4741. 
 
Para poner una etiqueta a una determinada proteína, generar quimeras, o 
reemplazar genes se siguió el protocolo descrito en Longtine M.S et al 1998. Los 
fragmentos de ADN se amplificaron por PCR utilizando oligos con homología a la región 
a amplificar y al gen a reemplazar o etiquetar (Figura 6.1). La estirpe original se 
transformó con el ADN lineal resultante y se seleccionó el fenotipo deseado. Los 
candidatos se comprobaron por Southern blot y/o PCR usando oligos externos a la zona 
etiquetada o sustituida (oligos en la tabla 6.3). 
 
 
Figura 6.1 Representación esquemática de los procesos de construcción de estirpes basados en 




Para la obtención y propagación de plásmidos se utilizó la estirpe de  E.coli DH5α 
(ƒ-endA1 gyr96 hsdR17 ∆lacU16 9 (ƒ80lacZ∆M15) recA1 relA1 supE44 thi-1) (Hanahan D 
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PLÁSMIDO Marcadores más relevantes Referencia 
pWJ1344 CEN6, LEU2, RAD52::YFP::CYCt Lisby M et al.,2003 
pWJ1213 CEN6, HIS3, RAD52::YFP::CYCt Lisby M et al.,2003 
pWJ1278 CEN6,URA3, RAD51 expresado 
bajo su promotor endógeno 
Bernstain et al., 
2011 
pFA6a-MN-HIS3MX6 Vector de marcaje con MN I con el 
marcador de prototrofía HIS3 
Laemmli U.K, 2004 
pFA6KanMX4 Vector de expresión del marcador 
de resistencia a kanamicina 
Wach A et al., 1994 
pAG32 Vector de expresión del marcador 
de resistencia a hygromicina 
Goldstein, A.L et 
al., 1999 
pAG25 Vector de expresión del marcador 
de resistencia a nourseotricina 
Goldstein, A.L et 
al., 1999 
pRS316 URA3, CEN6 ARSH4, Ampr Sikorski RS & Hieter 
P, 1989 
pRS313 HIS3, CEN6 ARSH4, Ampr Sikorski RS & Hieter 
P, 1989 
pRSRAD51g URA3, CEN6 ARSH4, Ampr, RAD51 
más promotor y regulador 
endógenos. 
Roldán J.M & Prado 
F. (Máster) 
pRS51S URA3, CEN6 ARSH4, Ampr Prado F. 
pRS316-SU URA3, CEN6 ARSH4, Ampr con el 
sistema de Recombinación SU 
Gallardo, 2003 
pGAD-C1 Vector de expresión del dominio 
de activación de Gal4 
James, 1996 
pGBDU-C2 Vector de expresión del dominio 
de unión al ADN de Gal4 
James, 1996 
pGAD-C1Rad18 Vector de expresión de la quimera 
formada por el dominio de 
activación de Gal4 y la proteína 
Rad18 
Esta tesis 
pGAD-C1Rad51 Vector de expresión de la quimera 
formada por el dominio de 
activación de Gal4 y la proteína 
Rad51 
Esta tesis 
pGAD-C1Rad57 Vector de expresión de la quimera 
formada por el dominio de 






pGBDU-C2Rad18 Vector de expresión de la quimera 
formada por el dominio de unión 
al ADN de Gal4 y la proteína 
Rad18. 
Esta tesis 
pGBDU-C2Rad51 Vector de expresión de la quimera 
formada por el dominio de unión 
al ADN de Gal4 y la proteína 
Rad51. 
Esta tesis 
pGBDU-C2Rad57 Vector de expresión de la quimera 
formada por el dominio de unión 
al ADN de Gal4 y la proteína 
Rad57. 
Esta tesis 
Tabla 6.2 Plásmidos 
 
6.3 Medios y Condiciones de crecimiento. 
 
Las estirpes de levaduras se incubaron a 30oC (excepto en los casos especificados 
que se crecieron a 26oC) bien en placa o en cultivo líquido. Los  cultivos líquidos se 
mantuvieron con agitación horizontal constante a una velocidad de 200 rpm. Los medios 
de cultivo rico (YPAD e YPAG), mínimo sintético (SDc), mínimo complementado (SMM) 
especificando los aminoácidos omitidos (e.g. SMM-Histidina) y de esporulación (SPO) se 
prepararon de acuerdo a  Amber D.C 2005. Las estirpes de bacteria se incubaron a 37oC 
en medio rico (LB) (ver apéndice 7.1.2). 
 
6.4 Transformación de células. 
 
6.4.1 Transformación de bacterias. 
 
Se mezclaron 100 µl de células competentes E.coli DH5 a (preparadas según 
Inoue H., et al 1990) con 100 ng de ADN, y se incubaron en hielo durante 30 minutos. A 
continuación, las células fueron sometidas a un choque térmico de 42oC durante 1 
minuto y posteriormente se incubaron 2 minutos en hielo. Más tarde, se añadió a las 
células 1 ml de LB y se incubaron durante 45 minutos a 37oC. Finalmente, las células se 
centrifugaron y se sembraron en LB con Ampicilina 1 µg/ml. 
 
6.4.2 Transformación de levaduras. 
 
Las estirpes de levadura se transformaron siguiendo el método descrito en 
Amberg D.C et al 2005 a partir de 5 ml de cultivo en fase exponencial. Las células se 
lavaron con acetato de litio (LiAc) 100 mM, e incubaron con 2 ml de LiAc 100 mM, ADN 
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desnaturalizado de esperma de salmón a 2mg/ml y 10 µg de ADN. Tras incubarlas a 30oC 
durante 30 minutos, las células se sometieron a un choque térmico a 42oC durante 20 
minutos. Posteriormente, se lavaron y sembraron en el medido selectivo 
correspondiente, salvo en aquellos casos en los que se transformaron con marcadores 
de resistencia a drogas, en cuyo caso se incubaron en YPAD 2 horas antes de ser lavadas 
y sembradas. 
 
6.5 Sincronización de cultivos de levaduras. 
 
Las células se sincronizaron en G1 con factor a a partir de un cultivo de SMM en 
fase exponencial (D.O 660 = 0,3). Para ello, se añadió factor a dos veces en intervalos de 
60 minutos a 1 µg/ml en el caso de estirpes BAR1 y 0,25 µg/ml en el caso de las estirpes 
bar1∆. Para liberar las células del bloqueo de G1, éstas se lavaron 3 veces con medio 
fresco y se resuspendieron en medio fresco con pronasa a 50 µg/ml en presencia o 
ausencia de agentes genotóxicos. 
 
6.6 Análisis de sensibilidad a daños en el ADN. 
 
La sensibilidad a agentes genotóxicos de las estirpes de levadura se determinó 
mediante ensayos de gotas con diluciones seriadas (factor de dilución de 10) a partir del 
mismo número de células de cultivos en fase exponencial. Para ello, el número de 
células de determinó mediante contaje con una cámara Burker. A continuación , se 
sembraron 5 µl de cada concentración en placas de SMM con y sin los correspondientes 
agentes genotóxicos a las concentraciones indicadas. 
 
6.7 Análisis de viabilidad. 
 
La viabilidad en presencia de MMS de las estirpes de levadura se determinó 
mediante el cultivo en líquido de 6 colonias independientes de cada estirpe. Una vez 
que los cultivos se encontraron en fase exponencial se sembraron varias diluciones en 
placas de medio mínimo, y el resto del cultivo líquido se incubó durante 4 horas con 
MMS a diferentes concentraciones. Transcurrido ese tiempo, se sembraron varias 
diluciones de los cultivos  en placas de medio mínimo. Posteriormente se comparó el 








6.8 Extracción de ADN genómico en levaduras. 
 
6.8.1 Extracción estándar para Southern blot, PCR y ChEC. 
 
 El ADN se extrajo siguiendo el protocolo de Miniprep descrito en Amberg D.C 
2005 con las modificaciones que se detallan a continuación. Las células se recogieron 
por centrifugación, se resuspendieron en 320 µl de Sorbitol 0,9M, EDTA 0,1 M, 0,1% ß- 
mercaptoetanol y se incubaron 1 hora a 37oC con 10 µl de zimoliasa a 15mg/ml. Los 
esferoplastos se recogieron y se resuspendieron en 350 µl de Tris 50 mM, EDTA 20 mM 
pH 8.0 y se incubaron con 16 µl de SDS 10% durante 30 minutos a 65oC. A continuación,  
las membranas se precipitaron añadiendo 85 µl de acetato sódico 5 M e incubando en 
hielo durante 1 hora. Posteriormente,  las muestras se centrifugaron a 13000 rpm 
durante 15 minutos y el sobrenadante se precipitó con 2,5 volumenes de Etanol 96%. El 
ADN precipitado se resuspendió en 300 µl de TE 1X y se incubó 30 minutos a 37oC con 2 
µl de RNasa A 10mg/ml. Tras la incubación, el sobrenadante se mezcló con 1 volumen 
de fenol:cloroformo:isoamílico (25:24:1) y la fase superior se pasó a un nuevo tubo. El 
ADN se volvió a precipitar con etanol 96%, se lavó con etanol 70% y se resuspendió en 
100 µl de TE 1X. Este protocolo se utilizó para el análisis de ADN por Southern blot, PCR 
y ChEC. En este último caso se partió de células previamente procesadas (Ver apartado 
6.8). 
 
6.8.2 Extracción en bloques de agarosa. 
 
 La extracción de ADN en bloques de agarosa se realizó de acuerdo a Ludin D.C 
2005. Las células de 10 mL de cultivo a D.O 660 =1  se pararon con azida sódica al 0,1%, 
se lavaron con 5 mL de EDTA 50 mM pH 8.0, se resuspendieron en 300 µl de tampón 
CPES (40 mM ácido cítrico pH 6.0, 120 mM fosfato sódico pH 6.0, 20 mM EDTA-Na pH 
8.0, 1,2 M D-sorbitol pH 6.0), con zimoliasa 20 T a 1mg/ml, y se mezclaron con 500 µl de 
agarosa de bajo punto de fusión al 2% en CPE (40 mM ácido cítrico pH 6.0, 120 mM 
fosfato sódico pH 6.0, 20 mM EDTA-Na pH 8.0). La mezcla se solidificó sobre hielo en 
bloques de un volumen estimado de 75 µl que se incubaron primero toda la noche a 
30oC en solución CPE y posteriormente a 30oC en solución L (10mM TrisHCl pH 8.0, 100 
mM EDTA pH 8.0, 20 mM NaCl, SDS 1%) con proteinasa K a 1mg/ml. Por último los 
bloques de agarosa se lavaron con TE 1X y se guardaron a 4oC hasta su posterior análisis 
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6.9 Análisis de reclutamiento de proteínas al ADN mediante 
Corte Endógeno de cromatina (ChEC). 
 
El ensayo CheC se realizó de acuerdo a Schmid M., et al 2004 con las 
modificaciones descritas en González-Prieto., et al 2013 a partir de 50 ml de cultivo a 
D.O660 = 0.4 por punto. Las células se pararon con azida sódica al 0,1% y se lavaron una 
vez con agua bidestilada y 3 veces con 1 ml de tampón A-PBPi (15 mM Tris-HCl pH 7.4, 
80 mM KCl, 2 mM EDTA, 0,2 mM espermina, 0,5 mM espermidina, 1 mM PMSF, 1 mM 
benzamidina, 10 µg/ml quimiostastina, 10 µg/ml pepstatina A, 10 µg/ml hemisulfato de 
leupeptina). Tras los lavados, las células se resuspendieron en 600 µl de tampón Ag-
PBPi-Digitonina 0,1% (15 mM Tris-HCl pH 7.4, 80 mM KCl, 2 mM EDTA, 0,2 mM 
espermina, 0,5 mM espermidina, 1 mM PMSF, 1 mM benzamidina, 10 µg/ml 
quimiostastina, 10 µg/ml pepstatina A, 10 µg/ml hemisulfato de leupeptina, 0,1% de 
digitonina). Tras preincubar 5 minutos a 30oC, se añadió CaCl2 a una concentración final 
de 2 mM para activar la MNasa I. Las reacciones se pararon a diferentes tiempos con 
600 µl de tampón STOP 2X (400 mM NaCl, 20 mM EDTA, 4 mM EGTA, 0,2 mg/ml 
glicógeno). Posteriormente se extrajo el ADN genómico (ver apartado 6.7.1), el cual se 
analizó mediante  electroforesis en un gel de agarosa al 0,8% en TAE 1X y 0,4 mg/ml EtBr 
durante 80 minutos a 90 V. Los geles se escanearon en un aparato FujiFilm FLA 5100 y 
los perfiles de digestión del ADN se cuantificaron mediante el software Image Gauge de 
Fuji. 
 
6.10 Electroforesis de campo pulsado (PFGE). 
 
 Para separar los cromosomas en las muestras de ADN extraídas en bloques de 
agarosa (Ver apartado 6.7.2) se siguió el protocolo descrito en Hennessy K.M 1991 con 
las siguientes modificaciones. La electroforesis se llevó a cabo en un BioRad CHEF 
Mapper XA en geles de agarosa al 1% y tampón  TBE 0,5X. Se realizó en dos pasos: 1) 16 
horas a 14oC con un gradiente de voltaje de 6 V/cm, intervalos de 70 segundos y un 
ángulo de 120o, y 2) 12 horas a 14oC con un grandiente de voltaje de 6 V/cm, intervalos 
de 120 segundos y un ángulo se 120o. Posteriormente el gel se tiñó con Bromuro de 
Etidio 3mg/mL durante 30 minutos y se lavó dos veces con agua destilada durante 15 










6.11 Análisis de fragmentos de ADN por Southern blot. 
 
6.11.1 Transferencia alcalina de ácidos nucleicos a membranas. 
 
  El ADN digerido con enzimas de restricción se separó mediante electroforesis, 
en  geles de agarosa, los cuales se incubaron posteriormente en HCl 0,25 M durante 10 
minutos, se lavaron con agua y se trataron con solución desnaturalizante (1,25 M NaCl 
y 0,5 M NaOH) durante 30 minutos. El ADN se transfirió por capilaridad en solución de 
desnaturalización a una membrana de nylon Hybond XL (Amersham). Posteriormente, 
el ADN se fijó covalentemente a la membrana irradiándola por ambos lados con luz 
ultravioleta (70000 µJ/cm2), y la membrana se enjuagó con SCC 2X (0,03 M NaCl, 0,04 M 
citrato sódico pH 7.0). 
 
6.11.2 Hibridación de ADN 
 
 Las membranas obtenidas en el apartado anterior se hibridaron con sondas de 
ADN radiactivas. Para el marcaje de las sondas con a-P32-dCTP, se mezclaron 100 ng de 
ADN desnaturalizado con 1 mM de hexanucleótidos de secuencias generadas al azar, 
dATP, dGTP y dTTP 0,5 mM, 25µCi de P32-dCTP y 2 U de ADN polimerasa Klenow. La 
mezcla se incubó una hora a 37oC y los nucleótidos no incorporados en la reacción se 
eliminaron pasando la muestra por una columna de Sephadex-G50. Las membranas se 
prehibridaron 30 minutos a 65oC en solución de hibridación (0,25 M Na2POH4, 7% SDS, 
1 mM EDTA pH 7.2) con agitación constante y se hibridaron durante 12-16 horas a 65oC 
en la solución anterior con la sonda radiactiva previamente desnaturalizada. Tras la 
hibridación, el filtro se lavó dos veces con solución de lavado (0,1X SSPE, 5 mM EDTA, 
0,5% SDS) a temperatura ambiente durante 5 minutos, y una vez a 65oC durante 1 hora. 
En caso necesario, las membranas se deshibridaron lavándolas 3 veces con 0,1% SDS y 
0,1% SSPE a 90-100oC. 
 
6.11.3 Cuantificación de señales. 
 
 La señal radiactiva se detectó exponiendo las membranas a pantallas 
PhosphorImager (Fuji) que se escanearon en un analizador de radiación FujiFilm FLA 
5100. La cuantificación de la señal se realizó con el software Image Gauge de Fuji. 
 
6.12 Extracción de proteínas. 
 
 La extracción de proteínas se realizó según Foiani, M 1994 con los siguientes 
cambios. Las células de 10 ml de cultivo (D.O660 =1) se lavaron con agua, centrifugaron 
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a 13.000 rpm durante 1 minuto y se congelaron en nitrógeno líquido. Para la extracción, 
se  añadieron a la muestra 200 µl de TCA 10% frío y el mismo volumen de bolas de vidrio 
(Sigma), y se agitó con vórtex 7x10 segundos con intervalos de 50 segundos en hielo. 
Tras dejar decantar, el sobrenadante resultante se mezcló con el sobrenadante obtenido 
tras lavar el pellet con TCA al 5%. Posteriormente se centrifugó a 13.000 rpm durante 5 
minutos. El precipitado se resuspendió en tampón laemli 2X y el pH se neutralizó con 
Tris 1 M. Las muestras se incubaron a 100oC durante 5 minutos, se centrifugaron a 13000 
rpm durante 1 minuto y el sobrenadante se transfirió a un tubo nuevo. Las muestras se 




 Para estudiar la interacción entre proteínas por coinmunoprecipitación se partió 
de cultivos de 100 ml de células (D.O660 = 0,75) que se lisaron en un Multi Beads Shocker 
(Yasui Kikai) a 4oC con 500 µl de tampón de lisis (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM NaCl, 
1% NP40, 1mM PMSF, 2mM de DTT e inhibidores de protesas 1X (COMPLETE EDTA free, 
Roche) y el mismo volumen de bolas de vidrio durante 40 minutos con pulsos de 30 
segundos a 3000 rpm y 30 segundos de parada. Posteriormente se recogió el lisado y se 
centrifugó 5 minutos a 1000g. El sobrenadante se transfirió a un tubo nuevo, 
posteriormente, se volvió a centrifugar a 1000g durante 5 minutos y el sobrenadante 
resultante se pasó a un tubo siliconizado Ultra Clear (Axygen), se añadió tampón MN 
10X (150 mM Tris-HCl pH 8.0, 500 mM NaCl, 14 mM CaCl2, 2 mM EDTA pH 8.2 mM EGTA 
pH 8.0) a una concentración final 1X y 2,5 U de MNasa Micrococal (Sigma) y se incubó a 
37oC durante 20 minutos. Tras la incubación el lisado se centrifugó a 16000g durante 15 
minutos a 4oC y el sobrenadante se transfirió a un tubo nuevo siliconizado. A 
continuación se determinó la concentración de proteínas mediante Bradford. 
Aproximadamente 12000-16000 µg de proteína de cada muestra se incubó O/N a 4oC 
con 100 µl de bolas magnéticas GFP- trap (Chromotek) al 20% en solución de lisis (50 
mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM NaCl, 1% NP40). Aproximadamente 100-200 µg de 
proteínas se reservaron como control de proteína total, las cuales se desnaturalizaron a 
100oC durante 5 minutos tras añadirle tampón de carga Laemli 1X. Tras la incubación 
O/N, las bolas magnéticas se lavaron 5 veces con 1 ml de tampón de lisis (50 mM Tris-
HCl pH 7.5, 150 mM NaCl, 1% NP40), se secaron, se les añadió 40 µl de tampón de carga 
Laemli 1X y se desnaturalizaron a 100oC durante 5 minutos (Inmunoprecipitado). Para 









6.14 Fraccionamiento de Cromatina. 
 
Los fraccionamientos de cromatina se realizaron según Feser J. 2010 con algunas 
modificaciones. Las células correspondientes a 15 ml de cultivo (D.O660 =1) se lavaron 
con solución 0,1 mM Tris-HCl pH 9,4, 10 mM DTT, fría; el pellet se resuspendió en 1 ml 
de la misma solución y se incubó 15 minutos en hielo. Posteriormente, las células se 
lavaron con 1 ml de solución de esferoplastos fría (20 mM HEPES pH 7,4, 1,2 M sorbitol 
e inhibidores de proteasas 1X COMPLETE EDTA free, Roche), se resuspendieron en 1 ml 
de la misma solución con 210 µg de zimoliasa 20T y se incubaron durante 1 hora a 30oC. 
A continuación, los esferoplastos se centrifugaron 2 minutos a 1000 rpm y el pellet 
resultante se lavó dos veces con solución de lavado fría (20 mM Tris-HCl pH 7,4, 20 mM 
KCl, 1 M sorbitol, 0,1 µM espermina, 0,25 µM espermidina e inhibidores de proteasas). 
Los esferoplastos se centrifugaron y se resuspendieron en solución de lisis (20 mM Tris-
HCl pH 7,4, 20 mM KCl, 1 M sorbitol, 0,1 µM espermina, 0,25 µM espermidina, 1% tritón 
X-100 e inhibidores de proteasas 1X), y se mantuvieron en hielo durante 5 minutos. Una 
vez lisados los esferoplastos, se apartaron 80 µl (fracción total) y el resto se centrifugó 
a 13000 rpm a 4oC durante 15 minutos. Se apartaron 160 µl del sobrenadante (fracción 
soluble) y el pellet se resuspendió en 80 µl de agua (fracción enriquecida en cromatina). 
Las fracciones total, soluble y enriquecida en cromatina se mezclaron con buffer SDS 4X 
(0,06 M Tris pH 6,8, 20% glicerol, 2% SDS, 5% ß-mercaptoetanol), se hirvieron durante 5 
minutos y guardaron a -20oC hasta su posterior análisis. 
  La cantidad de proteína en la fracción total, soluble y de cromatina se determinó 
por western-blot. Para ello, se cargaron volúmenes similares por cada tiempo de la 
cinética y fracción analizada. Para los controles de enriquecimiento se cargaron 
relaciones celulares equivalentes de las fracciones de cromatina (2 µl) y soluble (20 µl). 
 
6.15 Detección  y cuantificación de proteínas mediante western 
blot. 
 
Las proteínas se separaron en geles de SDS-poliacrilamida (acrilamida-
bisacrilamida 29:1) al 8% a 170 V durante 60-90 minutos. Como marcador de tamaño de 
proteínas se utilizó gTPbio (Bioline). A continuación, los geles se tranfirieron a 
membranas de nitrocelulosa Hybond-ECL (GE Healthcare) mediante transferencia 
húmeda con el sistema Mini Trans-Blot (BioRad). La transferencia se realizó durante 1 
hora a 80 V en tampón de transferencia ( 0,025 M Tris Base, 0,192 M glicina pH 8.3, 20% 
metanol). Para comprobar la eficiencia de la transferencia la membrana se tiñó con 
Ponceau S (0,1% p/v en 5% ácido acético). 
 Para la inmunodetección de las proteínas, las membranas de trataron con 
solución de bloqueo (5% de skim milk en TBS-Tween 0,1%) durante 2 horas a 
temperatura ambiente y en agitación suave. A continuación la membrana se incubó con 
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la dilución de anticuerpo primario correspondiente (Ver tabla 6.3) O/N a 4oC. A 
continuación las membranas se lavaron con TBS-Tween 0,1% y se incubaron durante 2 
horas con el anticuerpo secundario correspondiente. (Ver tabla 6.3). Para detectar la 
proteína se utilizó el sistema de señal emitida de quimioluminiscencia ECL Prime 
western blotting detector (GE Healthcare). La señal emitida se detectó revelando las 
membranas en el analizador Chemidoc Image System. La cuantificación de la señal se 
realizó con el software Image Lab. 
 





Anticuerpo monoclonal de 




Anti-Rad51 Sc-33626 Anticuerpo policlonal de 
conejo contra Rad51 






Anticuerpo monoclonal de 
ratón contra MYC 
1:1000 Antiratón 
IgGCyTM3 1:500 
Anti-H4 Ab10158 Anticuerpo policlonal de 





Anticuerpo monoclonal de 
ratón contra Pgk1 
1:10000 Antiratón 
1:20000 
Tabla 6.3 Anticuerpos primarios 
 
6.16 Citometría de flujo. 
 
 La progresión de las células a lo largo del ciclo celular se determinó mediante  
citometría de flujo, la cual permite cuantificar el contenido de ADN en las células (Corliss, 
D.A et al 1981). Para ello, las células recogidas en las diferentes situaciones 
experimentales se fijaron con etanol 70%. Una vez fijadas se lavaron con PBS 1X, se 
resuspendieron en 100 µl de PBS con RNasa A a 100 µg/ml y se incubaron O/N a 37oC.  
A continuación, las muestras se lavaron con PBS 1X y se resuspendieron en una mezcla 
de PBS 1X con yoduro de propidio a 5 µg/ml y se incubaron en oscuridad a temperatura 
ambiente al menos 1 hora. Las muetras se sonicaron durante 3 segundos con una 












6.17 Ensayos de Recombinación genética. 
 
6.17.1 Análisis de Recombinación genética entre repeticiones invertidas 
en plásmido. 
 
 Para estudiar la frecuencia de recombinación homóloga se utilizó el sistema 
plasmídico SU, el cual consiste en repeticiones invertidas de dos alelos truncados del 
gen LEU2 que comparten un fragmento interno de 0,6 Kb de homología (Ver figura 6.2) 
(Prado F 1995). La recombinación entre los dos alelos truncados genera una copia 
silvestre de LEU2. La frecuencia de recombinantes (Leu+) se determinó calculando la 
media de varios test de fluctuación, realizados con al menos 3 transformantes (plásmido 
pRS316-SU) independientes. Cada test calcula la frecuencia de recombinación con la 
mediana de los valores obtenidos a partir de seis colonias independientes (Prado F 
1995). Para ello, se realizaron las diluciones correspondientes de las células y se 
sembraron en placas SMM sin leucina (para seleccionar recombinantes Leu+) y SMM sin 




Figura 6.2 Representación esquemática del sistema plasmídico SU (Sistema de repeticiones invertidas 
en plásmido) (Modificado de Prado F., 1995). 
 
6.17.2 Análisis de Recombinación recíproca desigual entre cromátidas 
hermanas (uSCE; unequal sister chromatid exchange). 
 
Para estudiar la frecuencia de recombinación homóloga entre las cromátidas 
hermanas se utilizó un sistema genético uSCE (Fasullo M., 1986) (Ver figura 6.3). La 
recombinación reciproca entre los 300 pb de homología de las repeticiones genera una 
copia silvestre del gen HIS3. La frecuencia de recombinantes (His+) se determinó 
calculando la media de varios test de fluctuación. Cada test calcula la frecuencia de 
recombinación con la mediana de los valores obtenidos a partir de seis cultivos en medio 
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diluciones correspondientes de los cultivos y se sembraron en placas SMM sin Histidina 
(para seleccionar recombinantes His+) y SMM (para seleccionar células totales). 
 
 
Figura 6.3 Representación esquemática del sistema de Recombinación recíproca entre cromátidas 
hermanas (uSCE: unequal sister chromatid exchange) (Modificado de Fasullo M., 1986). 
 
6.18 Ensayo de mutagénesis. 
 
 La frecuencia de  mutagénesis espontánea e inducida por MMS se determinó 
calculando las frecuencias de células capaces de formar colonias en presencia de 
canavanina, un análogo tóxico de la arginina, que entra en la célula a través de la 
arginina permeasa CAN1. Por tanto, sólo los mutantes que pierden la función de CAN1 
pueden crecer en presencia de de canavanina. La frecuencia de mutagénesis (CanR) se 
determinó calculando la media de 3 test de mutagénesis. Cada test calcula la frecuencia 
de mutagénesis con la mediana de los valores obtenidos a partir de seis cultivos en 
medio líquido en fase exponencial de colonias independientes. Para ello, se realizaron 
las diluciones correspondientes de los cultivos y se sembraron en YPAD (células totales) 








6.19 Análisis de los focos de Rad52-YFP, Rad54-YFP y Rfa1-YFP. 
 
 Para estimar el porcentaje de células con focos de reparación, las muestras se 
fijaron previamente según Monje-Casas F 2007. Para ello se tomó 1 ml de cultivo  y se 
centrifugó 1 min a 16000g. El precipitado se resuspendió en 1 ml de formaldehido al 
2,5% en tampón fosfato 0,1 M pH 6.4 durante 10 minutos. Posteriormente se hicieron 
dos lavados con tampón fosfato pH 6.6, se resuspendieron en tampón fosfato pH 7.4 y 
se guardaron a 4oC hasta el momento de su análisis al microscopio. Para ello, las células 
se permeabilizaron con etanol 80% durante 10 minutos, se centrifugaron y se 
resuspendieron de DAPI 1 µg/ml en agua bidestilada, y los focos de Rad52, Rad54 o Rfa1 
fusionados a proteínas fluorescentes se analizaron mediante microscopía de 
fluorescencia  (Lisby M 2001/2004) en un microscopio LEICA CTR6000 con el filtro L5 (λ 
excitación 480nm; λ emisión 527 nm). En el caso de que la quimera Rad52-YFP no 
estuviera intregrada en el genoma de las estirpes, las células se transformaron con el 
plásmido pWJ 1344 o el pWJ 1213. El porcentaje de células con foco se determinó 
mediante observación directa. 
 
6.20 Spreads de núcleos. 
 
 Para estudiar la presencia de Rev1 en el núcleo se partió de 20 ml de cultivos de 
células (D.O660 = 0,75), se centrifugaron 2 minutos a 4000 rpm y se lavaron con 10 ml de 
agua fría. Posteriormente las células se resuspendieron en 1 ml de 2% KAc, 1 M Sorbitol 
pH 7.0. Con el objetivo de formar esperoplastos se añadieron 10 µl de DTT 1 M, 25 µl de 
zymoliasa 20T 10mg/ml y 25 µl de una dilución 1/10 de glusulasa por cada 1 ml de 
muestra. Las células se  resuspendieron con cuidado y se incubaron 30 minutos a 30oC 
en agitación suave (135 rpm). Posteriormente se centrifugaron durante 2 minutos a 
1500 rpm, se descartó el sobrenadante y se resuspendió el pellet con cuidado en  1 ml 
de solución MES-sorbitol (0,1 M MES, 1 M sorbitol, 1 mM EDTA, 0,5 mM MgCl2, pH 6.4) 
previamente enfriada a 4oC. Las muestras se centrifugaron durante 2 minutos a 1500 
rpm y se resuspendieron en 200 µl de solución MES (0,1 M MES, 1mM EDTA, 0,5 mM 
MgCl2, pH 6.4) y 720 µl de paraformaldehido al 4%, previamente conservadas a 4oC. Una 
vez homogenizada, la mezcla se virtió sobre 3 o 4 portaobjetos (Electron Microscopy 
Sciences. “Superfrost Microscope Slides (Precleaned)), se cubrió con un cubreobjetos  
(24 x 50 mm) y se dejó reposar durante 30 minutos. Transcurrido este tiempo se retiro 
el cubreobjetos inclinando el portaobjetos y dejando caer el exceso de líquido, se dejó 
reposar 2 minutos, se lavó 3 veces con 2 ml de Photo-Flo al 0,4%  y se dejó secar. Una 
vez secos, los portaobjetos se pusieron sobre una placa a 50oC durante 3 minutos. Las 
muestras fueron procesados mediante immunofluorescencia. 
 Para ello, los portaobjetos  se lavaron en un coplin con PBS 1X durante 3 minutos, 
se escurrió el exceso de líquido inclinando el portaobjetos y se añadieron 100 µl de 
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solución de bloqueo FBS (900 µl de FBS (“Fetal Bovine Serum”), 100 µl de PBS 10X), se 
cubrió con un cubreobjetos (24 x 50 mm) y se dejó una hora a temperatura ambiente 
en una cámara húmeda. Transcurrido este tiempo la solución de bloqueo se eliminó 
inclinado el portaobjetos y se añadieron 100 µL de anticuerpo primario (Anti-MYC 
previamente pre-absorbido)  en una solución de PBS 1X con 3% de BSA y 10% de FBS, se 
cubrió con un cubreobjetos y se incubó a 4oC O/N en una cámara húmeda. 
Posteriormente,  los portaobjetos se lavaron en un coplin con PBS 1X durante 15 
minutos haciendo un cambio de solución cada 5 minutos, se dejó escurrir el exceso y se 
añadieron 100 µl de anticuerpo secundario (anti-mouse IgG CyTM3) en una solución de 
PBS 1X con BSA 3% y 10% de FBS y se incubó durante 2 horas a temperatura ambiente 
en una cámara húmeda. Tras la incubación se lavó con PBS 1X en un coplin durante 15 
minutos con  un cambió de solución cada 5 minutos. Se secó el exceso de PBS 1X y se 
añadieron 15 µl de solución de montaje (Vectashield con DAPI 1T-1200, vector 
laboratories Atom). Las muestras se guardaron a -20ºC para su posterior procesado por 
microscopía. El análisis de las mismas fue llevado a cabo mediante la captura de 
imágenes en un microscopio de fluorescencia Leica CTR6000, equipado con una cámara 
DFC350FX y con el objetivo HCX Pl APO 100x/1.4. Las imágenes tomadas de cada 
muestra fueron procesadas y analizadas mediante el software MetaMorph. 
 
6.20.1 Pre-absorción de Anticuerpos. 
 
 Para realizar la pre-absorción del anticuerpo se incubaron, durante 20 minutos,  
100 µL de anticuerpo primario con 200 µL  de esferoplastos obtenidos a partir  de un 
cultivo de  células silvestres (Ver apartado 6.8.1). Posteriormente se centrifugó 2 
minutos a 1000 rpm y el sobrenadante se transfirió a un tubo limpio. Se volvió a añadir 
200 µL  de esferoplastos, se incubó durante 20 minutos y se volvió a centrifugar. Este 
proceso se repitió un total de 6 veces. Una vez concluido el proceso el anticuerpo se 
guardó a 4oC. 
 
6.21 Ensayo de Doble Híbrido. 
 
La posible interacción entre Rad18 y las proteínas de HR se analizó mediante un 
ensayo de doble híbrido. Para ello, se fusionaron una de las  proteínas de interés al 
dominio de unión al ADN del transactivador Gal4 (Gal4-DBD) y la otra al dominio de 
activación de dicho transactivador (Gal4-AD). Si las proteínas interaccionan entre sí, 
darán lugar a un transanctivador Gal4 funcional. (James P. 1996). Estas quimeras se 
construyeron clonando los genes de interés en vectores de expresión que bien 
presentan el dominio de unión o el de activación de Gal4 (ver vectores en Tabla 6.2). 
Para analizar la interacción se transformó con estos vectores una estirpe que presenta 




(GAL1-HIS3, GAL7-LacZ, GAL2-ADE2), y la expresión de estos marcadores se determinó 
en medio sin histidina (GAL-HIS3), sin adenina (GAL-ADE2) y en presencia de de X-gal 
(GAL7-LACZ) (La expresión de LacZ genera colonias azules). 
 
6.22 PCR y Oligos. 
 
 La amplificación de ADN por PCR se llevó a cabo por polimerasas termoestables 
(Velocity (Bioline) para clonar, disrrumpir genes y etiquetar proteínas y Mytaq (Bioline) 
para comprobaciones) y oligonucleótidos específicos de secuencia que sirven como 
cebadores (tabla 6.5). Las condiciones de amplificación se muestran en la tabla 6.4, ésta 
se llevó a cabo en un termociclador T100TM-BIORAD. La composición de cada reacción 
de PCR fue la siguiente: 10 µl de 5X reaction buffer, 0,5 µl dNTP 100 mM, 1 µl de oligos 
a 20 µM cada uno, 1 µl de enzima, 10 ng de ADN molde y H2O hasta llegar a los 50 µl. 
 
Fase Temperatura (oC) Tiempo (minutos) 
Desnaturalización previa 95 2 
Desnaturalización 95 1 
Hibridación * 0,5 
Extensión 72 * 
Extensión final 72 5 
Tabla 6.4 Condiciones PCR (* La temperatura de hibridación fue específica para cada pareja de 
oligonucleótidos y el tiempo de extensión se modificó en función de la longitud del fragmento a amplificar). 
 
Los oligonucleótidos empleados en esta tesis se describen en la Tabla 6.5. Los 
oligos “disrup” son para la construcción de estirpes con marcadores de resistencia a 

















































































7.1.1 Medios de bacterias 
 
LB: 0,5% extracto de levadura, 1% bacto-triptona y 1% NaCl. 
LB + Ampicilina:medio LB complementado con 75 µg/ml de ampicilina. 
 
7.1.2 Medios de Levaduras 
 
Medio rico YPAD: 1% extracto de levadura, 2% bacto-peptona, 2% glucosa, 20 mg/ml 
de adenina. 
Medio rico YPAG:  idéntico al medio YPAD pero la glucosa está sustituida por 2% de 
galactosa. 
Medio sintético con glucosa (SD): 0,17% YNB (bases nitrogenadas de levadura), 0,5% 
sulfato amónico, 2% glucosa. 
Medio sintético con glucosa completo (SDc): medio SD complementado con los 
aminoácidos triptófano, metionina, leucina, lisina y con las bases nitrogenadas adenina 
y uracilo a las concentraciones descritas en Amberg, D.C 2005. 
Medio mínimo complementado (SMM): medio SD complementado con una mezcla de 
aminoácidos y bases  (Amberg, D.C 2005). 
Medio de esporulación (SPO): 1% acetato potásico, 0,1% extracto de levadura, 0,05% 
glucosa y complementado con los requerimientos añadidos al medio SDc a una 
concentración final 4 veces inferior. 
 




Ampicilina (Sigma): antibiótico ß-lactámico que inhibe la división celular de E.coli 
impidiendo la síntesis de la pared celular. Se utilizó para seleccionar cepas bacterianas 
con algún plásmido de interés. 
G418, Geneticina (Melford): antibiótico amionoglicosídico utilizado para seleccionar 
estirpes de S. cerevisiae que lleven el gen de resistencia a Kanamicina (Kan). Se utilizó a 
una concentración final de 200 µg/ml. 
Higromicina B: antibiótico aminoglicosídico procedente de Streptomyes hygroscopicus  
que inhibe la síntesis de proteínas. Se utiliza para seleccionar estirpes de S. cerevisiae 





Nourseotricina, clonNAT (Werner bioAgents, Germany): Antibiótico amionoglicosídico 
procedente de Streptomyces noursei. Se utilizó para seleccionar estirpes de S. cerevisiae 
portadoras del gen de resistencia a nourseotricina (Nat) a una concentración final de 
100 µg/ml. 
 
7.2.2 Drogas e Inhibidores 
 
1NM-PP1 (Calbiochem): Inhibidor reversible y permeable a las células que compite por 
el sitio de unión del ATP en quinasas mutadas. 
Complete EDTA free (Roche): mezcla de inhibidores de proteasas. 
Metil Metanosulfonato (MMS): agente alquilante. 
PMSF (Sigma): Fluoruro de fenilmetilsulfonilo, inhibidor de la polimerización de 
microtúbulos. 
Quimiostatina (Sigma): Inhibidor de proteasas como quimiotripsina y catepsinas. 
Hemisulfato de Leupeptina (AppliChem): inhibidor de serina y cisteína proteasas. 
Benzamidina (Applichem): Inhibidor competitivo de serina proteasas y tripsinasas. 
Espermina (Sigma): Poliamina que ayuda a estabilizar la estructura del ADN. 




Enzimas de restricción (New England): Endonucleasas de ADN con dianas específicas 
de secuencia. 
Factor α: feromona utilizada para sincronizar células del sexo a en G1. 
Klenow (Promega): fragmento mayor de la ADN polimerasa I de E. Coli con actividad 
polimerasa 5’-3’ y exonucleasa 3’-5’. 
Polimerasa termoestable de ADN: My Taq Red ADN Polymerase Bioline y Velocity DNA 
Polymerase Bioline (usada en PCRs que requieren alta fidelidad de secuencia). 
Pronasa (Sigma): Proteasa de Streptomyces griseus mezcla de tres actividades 
proteolíticas que incluyen las proteasas de serina. 
Proteinasa K (Roche): endoproteinasa inespecífica procdente de Pichia pastoris capaz 
de degradar proteínas hasta nivel de aminoácidos. 
RNasa A (Roche): endoribonucleasa específica de pirimidina que actúa sobre ARN de 
cadena sencilla. 
Zimoliasa 20T (USB): mezcla de enzimas de Arthrobacter luteus con capacidad de 
digerir la pared celular de S. cerevisiae. 
Nucleasa Micrococal (Sigma): nucleasa de Staphylococcus aureus. 
Benzonasa (Sigma): nucleasa de Serratia marcescens capaz de degradar todas las 
formas de ADN y ARN. 
 
 







Los tampones generales usados en esta tesis son: 
TE 1X: 10 mM TrisHCl pH 7,5, 50 Mm EDTA pH 8 
TAE 1X: 0,04 M Tris-Acetato, 1mM EDTA pH 8 
Tampón de carga 5X: 0,25% azul de bromofenol, 30% glicerol 
TBE 1X: 0,089M Tris Base, 0,089M ácido bórico, 0,002 M EDTA 
Laemli 1X: 0,06 M Tris pH 8, glicerol 25%, SDS 2%, bromofenol 0,01%, 0,5% v/v  ß-
mercaptoetanol. 
PBS 1X: 137 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 2 mM KH2PO4. 
TBS 1X: 137 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 25 mM Tris base. 
Tampones fosfato potásico 0,1 M 
 pH 6,4 27,8 mM K2HPO4, 72,2 mM KH2PO4 
 pH 6,6 38,1 mM K2HPO4, 61,9 mM KH2PO4 
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